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I.  INTRODUCCIÓN  
 
La fertilización es una función biológica compleja para la cual el 
espermatozoide, célula altamente especializada constituida por diversos 
compartimentos, debe estar íntegro para desarrollar su función biológica de 
forma correcta. El método más preciso para valorar la fertilidad potencial de 
una muestra de semen es la estimación del tanto por ciento de gestaciones 
obtenidas tras la cubrición mediante monta natural dirigida o la inseminación 
artificial de una hembra (fertilidad “in vivo”). Sin embargo, este método requiere 
desarrollar ensayos de campo que suponen un gran esfuerzo, elevando así los 
costes y retrasando considerablemente la obtención de la información. Por ello, 
habitualmente se recurre a la evaluación, en condiciones de laboratorio, de una 
serie de parámetros espermáticos que identifican la calidad seminal de la 
muestra y que están relacionados en mayor o menor medida con la fertilidad 
(Colenbrander et al., 2003). 
Actualmente, no existe un test único de valoración de esperma que 
permita predecir la fertilidad potencial de una muestra de semen. Así, es 
necesario integrar el análisis de diferentes parámetros espermáticos que 
informen de la integridad y funcionalidad del espermatozoide. Según Graham 
(1996) las cualidades que deben tener los espermatozoides de un eyaculado 
fecundante son: motilidad progresiva, morfología normal, metabolismo 
energético activo, capacidad para desarrollar una motilidad hiperactivada, 
integridad estructural y funcional de la membrana, integridad de las enzimas 
asociadas a la fecundación, capacidad de penetración y transferencia optima 
del material genético. Sin embargo, este análisis integral es muy difícil de 
desarrollar, debido a la enorme complejidad inherente de la función 
espermática (Amann and Hammerstedt, 1993; Cueva., 1998; Graham, 1996). 
Esta complejidad evidencia el hecho de que el análisis clásico basado en el 
estudio de la motilidad, concentración, viabilidad y estado del acrosoma o las 
morfoanomalías no permite evaluar todas las características funcionales 




una muestra (Pace et al., 1981; Saacke et al., 1980). Las técnicas actuales 
exploran facetas concretas del proceso reproductivo y solo ofrecen una 
información parcial del potencial del espermatozoide, aunque al combinar 
varias pruebas “in vitro” se puede estudiar con mayor amplitud y precisión la 
viabilidad espermática (Graham 1980). Por tanto, existe un gran número de 
métodos de laboratorio que intentan determinar la calidad espermática y poder 
predecir además la fertilidad de las muestras de una forma rápida y precisa 
(Boixo, 1994). 
Tradicionalmente, la calidad del esperma se viene evaluando a través de 
una serie de parámetros macro y microscópicos, integrados en una prueba de 
valoración “in vitro” que podemos denominar espermiograma clásico. A pesar 
de que la correlación entre estos parámetros y la fertilidad no es definitiva, si 
ofrecen información valida de la calidad seminal de una muestra o de un 
individuo. Así, una muestra seminal de buena calidad puede no siempre ser 
fértil, mientras que una de baja calidad rara vez lo será (Hidalgo, 2003). 
Actualmente, este análisis seminal se ha mejorado mediante la introducción de 
nuevas técnicas objetivas de valoración. En esta línea, el estudio de la 
motilidad y la concentración espermática, junto a las anomalías morfológicas, 
pueden realizarse hoy día de forma objetiva mediante el uso de sistemas 
automáticos de análisis de semen (Computer-Assister Sperm Analysis, CASA). 
Con este fin se han usado en distintas especies animales como el caballo (Ball 
and Mohammed, 1995; Davis et al., 1993a; Hidalgo et al., 2008; Palmer and 
Magistrini, 1992; Samper et al., 1991; Varner et al., 1991), el asno (Dorado et 
al., 2013; Miró et al., 2005), el toro (Muiño et al., 2009; Muiño et al., 2008a), el 
cerdo (Peña et al., 2005), el carnero (Dorado et al., 2010) o el perro (Dorado et 
al., 2011b). La implementación de estos sistemas CASA atenúa en gran 
medida el factor subjetivo del análisis seminal y garantiza una mejor correlación 
con la capacidad fecundante del espermatozoide (Jasko et al., 1992). Estos 
nuevos métodos valoran un gran número de variables cuantitativas que ofrecen 
una información muy completa y precisa de las características cinéticas y 
morfométricas de los espermatozoides (Gil et al., 2009). Asimismo, la 
información que ofrecen estas variables puede también ser agrupada mediante 




así el número de variables a estudiar. En este sentido, el uso combinado de los 
sistemas CASA y la estadística multivariante ha permitido demostrar la 
existencia de diferentes subpoblaciones cinéticas y morfométricas de 
espermatozoides dentro de un eyaculado en diversas especies animales 
(Dorado et al., 2011a; Dorado et al., 2011b; Dorado et al., 2010; Esteso et al., 
2009; Hidalgo et al., 2008; Maroto-Morales et al., 2012; Miró et al., 2009; Muiño 
et al., 2008b; Ortega-Ferrusola et al., 2009; Thurston et al., 2001), modificando 
así la idea de que un eyaculado se comporta como una población uniforme de 
distribución normal. Por lo tanto, hoy en día es ampliamente aceptado por la 
comunidad científica la existencia de diferentes subpoblaciones en el 
eyaculado de muy diversas especies (Comber et al., 2004; Martínez-Pastor et 
al., 2008). No obstante, hasta la fecha, no existen estudios sobre la estructura 
poblacional, cinética y morfométrica, de los eyaculados de diversas razas 
equinas. Con esta Tesis Doctoral pretendemos por tanto, profundizar en el 
estudio de las características espermáticas de los eyaculados de caballos de 
distinta razas, incorporando el sistema CASA denominado Sperm Class 
Analyzer (SCA®). Asimismo, empleando el análisis estadístico multivariante, 
pretendemos definir la estructura poblacional cinética y morfométrica del 
eyaculado de las razas equinas seleccionadas, proporcionando nuevos puntos 
de vista que permitan determinar de forma más precisa la calidad seminal del 































II.  OBJETIVOS  
 
El presente trabajo pretende valorar los parámetros cinéticos y 
morfométricos del espermatozoide del caballo, mediante el análisis 
computarizado del esperma y su posterior análisis estadístico multivariante, 
para identificar la presencia de subpoblaciones espermáticas en los eyaculados 
del caballo de las razas: Pura Raza Árabe (PRA), Pura Sangre Inglés (PSI), 
Anglo–Árabe (A-a) y Pura Raza Español (PRE). 
Para desarrollar este objetivo general, de forma operativa se plantean los 
siguientes objetivos específicos: 
1. Caracterizar los parámetros cinéticos del espermatozoide equino e 
identificar las subpoblaciones cinéticas presentes en los eyaculados de 
caballos de diferentes razas. 
 
2. Caracterizar los parámetros morfométricos del espermatozoide equino, 
identificando las subpoblaciones morfométricas presentes en los 
eyaculados de caballos de las diferentes razas estudiadas. 
 
3. Estudiar la correlación entre los parámetros cinéticos y morfométricos 



































III.  REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
 
III a. Espermiograma Clásico 
 
El espermiograma clásico permite realizar una primera evaluación eficaz 
de la calidad espermática, ayudando en la predicción del potencial de fertilidad 
así como en la identificación de posibles causas de infertilidad (Hidalgo, 2003). 
Para ello, se incluyen una serie de pruebas que evalúan diversos factores o 
funciones de la célula espermática. Aunque no hay un consenso sobre la 
eficacia de las diferentes pruebas utilizadas en andrología, en cuanto a 
predicción de la fertilidad del macho, el espermiograma sigue siendo, sin 
embargo, una prueba fidedigna que permite valorar la calidad de las muestras 
seminales correspondientes a diferentes especies. No obstante, en ocasiones, 
los resultados de los parámetros espermáticos del espermiograma clásico 
pueden no ser suficientes para determinar con exactitud la capacidad 
fecundante de un eyaculado (Butler and Roberts, 1975; Pace et al., 1981; 
Rodriguez-Martinez, 2000.; Saacke et al., 1980). 
Debido a que el esperma es uno de los fluidos biológicos más variables 
que existen (Lewis, 2007) y a que los espermatozoides son conocidos por la 
capacidad de cambiar su comportamiento en respuesta a sutiles cambios 
ambientales, como métodos de procesado, conservación, temperatura, etc., los 
científicos y especialistas en reproducción animal se enfrentan a un gran reto a 
la hora de poder valorar la calidad seminal y comparar sus resultados con los 
de otros estudios o laboratorios. Esto es debido, en parte, a la ausencia de un 
protocolo estándar de valoración (Gravance et al., 1998b). Existe así una gran 
variabilidad de resultados, equiparable a la variedad de métodos empleados en 
la valoración espermática, que limitan el valor de los métodos de evaluación de 
la calidad seminal en caballos. 
Entre las limitaciones descritas requiere especial mención la necesidad 




laboratorio, al haberse demostrado ampliamente la influencia del evaluador en 
el resultado final de las mismas (Davis and Siemers, 1995). Otro problema es la 
falta de consenso entre los laboratorios a la hora de interpretar los resultados 
(Vázquez et al., 1997) y, por tanto, si bien el espermiograma clásico aporta una 
información válida de la calidad seminal ésta no es suficiente como para poder 
permitirnos una mayor compresión de todos los procesos que determinan la 
calidad espermática. 
El seminograma clásico evalúa de una forma rutinaria diversos 
parámetros espermáticos como el pH, el volumen, la concentración, el 
movimiento espermático y la morfología, entre otros. Estos parámetros 
individualmente no presentan una correlación definitiva con la fertilidad, si bien 
su interpretación global nos permite una primera evaluación y control rutinario 
de la calidad seminal. Así, como resultado del análisis seminal, podemos 
calificar a la muestra como “apta” o “no apta” para su uso en inseminación 





Como hemos indicado anteriormente, dentro de los diferentes 
parámetros rutinarios a evaluar en el espermiograma clásico se encuentra la 
valoración del pH del eyaculado. Hasta la fecha existen numerosos estudios 
que hacen diferentes apreciaciones sobre el pH del eyaculado de diferentes 
especies animales, variando desde ligeramente acido a ligeramente básico 
(Setchell et al., 1993.). Así mismo, ha sido descrito que las variaciones en estos 
valores de referencia pudieran ser indicativos de algún tipo de patología 
(Gopalkrishnan et al., 1992). El pH del eyaculado completo oscila entre un 7,2 a 







III.a.2. Volumen y Concentración espermática 
 
El volumen del eyaculado habitualmente se determina en recipientes 
calibrados en mililitros (ml). Los équidos, en condiciones normales y a 
diferencia de otras especies, presentan un gran volumen eyaculado, al estar 
conformado éste por dos fracciones bien diferenciadas: 1) una fracción rica en 
espermatozoides, formada por los espermatozoides almacenados 
fundamentalmente en la cola del epidídimo junto con las secreciones de las 
glándulas prostáticas y bulbouretrales; 2) otra fracción pobre en 
espermatozoides, formada principalmente por gel seminal procedente de las 
glándulas vesiculares. Los valores medios para el volumen total se encuentran 
entre 60-120 ml y para el volumen libre de gel entre 30-100 ml (Samper, 2009a; 
Samper, 2009b); si bien, estos valores pueden variar en función de la 
estacionalidad, la edad del semental, la frecuencia de recogida, así como por 
las diferencias entre sementales (Dorado et al., 2010; Dowsett and Knott, 1996; 
Dowsett and Pattie, 1987; Gamboa et al., 2010; Muiño et al., 2008b; Sieme et 
al., 2002; Sieme et al., 2004). 
En cuanto a la concentración, al igual que el volumen, presenta una gran 
variabilidad y está fuertemente influida por un mayor número de variables, entre 
ellas, tamaño testicular, método de recogida (completa o fraccionada), edad de 
los sementales o la raza (Dowsett and Knott, 1996). Su valor medio 
habitualmente oscila entre 50-150 x106 espermatozoides/ml, cuando se realiza 
la recogida del eyaculado completo con una metodología adecuada (Samper, 
2009a). 
En la determinación de la concentración espermática del eyaculado del 
caballo se pueden utilizar diversos métodos, como por ejemplo el 
hemocitómetro, el espectrofotómetro, los sistemas CASA, la citometría de flujo 
y los contadores espermáticos basados en fluorescencia [Nucleocounter®] 
(Christensen et al., 2005; Love, 2012). La técnica del hemocitómetro permite 
determinar el número de espermatozoides presentes en una cámara de 
recuento celular como la cámara de Thomas, Neubuer o Bürker-Türk. Su bajo 
coste hace de este método uno de los más empleados; sin embargo, puede 




falta de homogeneidad en la distribución de la muestra en la cámara o la 
influencia del observador (Lu et al., 2004). 
Más rápido y de fácil uso es del espectrofotómetro, el cual realiza una 
medición de forma indirecta, relacionando el grado de absorción o dispersión 
de la luz que provocan los espermatozoides de una muestra de esperma con 
su concentración. Sin embargo, para que este método se muestre preciso 
requiere una calibración previa mediante una curva determinada por recuento 
microscópico en cámara, debido a que la transmitancia varía de acuerdo a la 
concentración espermática. Además, depende también del tamaño y forma del 
espermatozoide o del índice de refracción, factores que son variables entre 
individuos (Mocé and Graham, 2008). Aunque este método funciona 
correctamente en muestras espermáticas puras, presenta sus limitaciones 
cuando la solución está contaminada con sustancias no espermáticas, hecho 
común en el esperma del semental, pudiendo llevar a una sobreestimación de 
la concentración espermática (Love, 2012). 
Asimismo, pueden realizarse recuentos muy rápidos, aunque a mayor 
coste, mediante contadores espermáticos basados en fluorescencia o sistemas 
CASA. Igualmente, para que el recuento de partículas sea correcto, los equipos 
deben de estar correctamente calibrados. Además, estos métodos se ven 
influenciados por los componentes de los distintos diluyentes (Love, 2012). Una 
técnica en actual desarrollo es la valoración de la concentración espermática 
mediante citometría de flujo (Petrunkina and Harrison, 2011), la cual cuantifica 
el ADN previamente teñido con un fluorocromo (por ejemplo H33258) para 
calcular el número de células en base a que la cantidad de ADN presente en el 
espermatozoide (Gadea, 1996). Aunque es una técnica muy precisa, presenta 
el inconveniente de que los fluorocromos pueden unirse a otros componentes 
del eyaculado (por ejemplo células somáticas) o del diluyente, pudiendo 
igualmente sobreestimar la concentración espermática (Petrunkina and 
Harrison, 2011). 
Finalmente, la evaluación del volumen y de la concentración espermática 
son fundamentales en la estimación del número total de espermatozoides 




determinación del número de dosis destinadas a inseminación artificial, y por 
tanto, en la evaluación del rendimiento de un eyaculado y/ o del semental. 
 
III.a.3. Viabilidad espermática 
 
La viabilidad espermática refleja el grado de integridad de la membrana 
plasmática y acrosomal del espermatozoide, parámetro que ha sido 
previamente asociado con la fertilidad potencial de una muestra de esperma 
(Uwland, 1984).  
La evaluación de la integridad de la membrana plasmática es una 
prueba fundamental dentro del espermiograma debido a la importancia que 
tiene esta estructura en el mantenimiento del espermatozoide vivo (Mocé and 
Graham, 2008). De tal manera que la valoración de la integridad y 
funcionalidad de la membrana plasmática constituye una parte importante en la 
evaluación de la fertilidad del macho, debido a que la conservación del 
contenido genético depende fundamentalmente del buen estado de la 
membrana plasmática (Evenson and Wixon, 2006; Quintero-Moreno et al., 
2007). Además, la integridad de la membrana espermática no solo es 
fundamental para el metabolismo espermático, sino que es imprescindible en 
varios eventos de la fecundación como la capacitación, la reacción del 
acrosoma o su fusión con el ovocito (Cabrera et al., 2012). 
Entre los métodos descritos para la valoración de la integridad de la 
membrana plasmática del espermatozoide se describen técnicas tintoriales 
como la eosina/azul de anilina, el verde/eosina, el tripán azul/giemsa o el 
amarillo naftol/eritrosina, las cuales se valoran bajo microscopía de campo 
claro (Bamba and Cran, 1988; Didion and Graves, 1986; García-Artiga et al., 
1994), o microscopía de ópticas de contraste de Normarski o de contraste de 
fases (Pursel and Johnson, 1974). Otra técnica es la microscopia electrónica, 
tanto de transmisión como de barrido, que debido a su alto coste y su 
complejidad es poco práctica (Rodriguez-Martinez et al., 2001). 
Actualmente el desarrollo de sondas fluorescentes y la utilización de la 




nuevas técnicas para evaluar los daños de la membrana plasmática del 
espermatozoide. Un ejemplo de ello es la combinación de sondas como el 
diacetato de carboxifluorescencia o el SYBR-14 con el yoduro de propidio 
(Garner and Hafer, 1996; Maxwell, 1996). Este tipo de técnicas permiten 
evaluar de forma más precisa la integridad de la membrana plasmática del 
espermatozoide (Harkema and Boyle, 1992; Magistrini et al., 1997; Pérez-Llano 
et al., 2003) y, en consecuencia, la viabilidad de la célula espermática (Graham 
et al., 1990; Johnson et al., 1996). Se han descrito también otras técnicas 
similares como el fluorocromo específico del ADN Hoechst 33258. Este 
fluorocromo penetra en aquellas células espermáticas cuya membrana está 
dañada, fijándose al ADN espermático e incrementando la fluorescencia de 
estos espermatozoides (Cross et al., 1986). 
Por otra parte, las pruebas funcionales como el test de endosmosis 
(HOST-test) permite evaluar la integridad de la membrana plasmática, 
valorando su funcionalidad al comprobar la resistencia osmótica del 
espermatozoide en medios hipoosmóticos (Rubio-Guillén et al., 2009). La 
célula espermática posee la capacidad de captar o liberar agua según la 
osmolaridad del medio extracelular (Drevius and Eriksson, 1966; Quintero-
Moreno et al., 2003), informando de la óptima funcionalidad de su membrana 
plasmática y de la capacidad del espermatozoide para la distribución de fluidos 
dentro y fuera del mismo (Pérez-Llano et al., 1998b; Vázquez et al., 1996; 
Vázquez et al., 1997). Este parámetro ha sido también correlacionado con la 
fertilidad del macho (Rubio-Guillén et al., 2009) 
Respecto a la valoración de la integridad acrosómica, junto con la 
valoración de la integridad de la membrana espermática, ha sido uno de los 
parámetros seminales más estudiados debido a que juega un papel clave en la 
fecundación (Cabrera et al., 2012), gracias a que solo los espermatozoides que 
presenten un acrosoma integro podrán realizar la reacción acrosomal de 
manera sincronizada con la fase de penetración del oocito y, como 
consecuencia, fusionarse con éste para formar un embrión (Januskauskas et 
al., 2000). 
La evaluación de la integridad acrosómica puede realizarse mediante la 




de contraste de fases (Söderquist et al., 1997), con extensiones teñidas bajo 
microscopio de campo claro (Brum et al., 2006; Varner et al., 1987; Vázquez et 
al., 1992) o con microscopia de interferencia y fluorescencia (Bosard et al., 
2005; Johnson et al., 1996). En las preparaciones no teñidas, lo más frecuente 
es fijar las células en glutaraldehido (Saacke and Marshall, 1968) o con 
soluciones salinas formoladas (Memon and Ott, 1981), realizando la lectura 
bajo contraste de fases. Entre las técnicas de tinción tenemos la tinción de 
Giemsa (Watson, 1975), la eosina-fast green (Wells and Awa, 1970), la eosina–
nigrosina (Bamba, 1988), las tinciones dobles o triples, basadas en la 
combinación del azul tripán con otros colorantes (Rodríguez-Gil et al., 1994; 
Talbot and Chacon, 1981; Vázquez et al., 1992), y las tinciones comerciales 
como el Spermac® (Oettle, 1986). La tinción triple (TST) fue desarrollada para 
espermatozoides humanos (Talbot and Chacon, 1981) y posteriormente se 
adaptó a las distintas especies animales como el toro (Didion and Graves, 
1986), el caballo (Varner et al., 1987) y el macho cabrío (Kusunoki et al., 1988). 
Asimismo, es posible determinar de forma conjunta la integridad del acrosoma 
y la viabilidad de las células espermáticas mediante el empleo de tres 
colorantes, el tripán azul (colorante vital), el marrón Bismark (colorante post-
acrosómico) y el rosa de Bengala (colorante acrosómico) (Vázquez et al., 1992) 
o mediante el uso de fluorocromos junto a la citometría de flujo (Kavak et al., 
2003; Love et al., 2003). 
A pesar de que con los años han surgido multitud de técnicas de 
laboratorio más precisas para la evaluación morfológica y funcionalidad del 
acrosoma espermático, éstas pruebas no han sustituido por completo a la 
evaluación morfológica clásica, sino que complementan la información 
aportada por ésta (Ball et al., 1997; Gamboa and Ramalho-Santos, 2005; 
Sousa et al., 2006). 
 
III.a.4. Morfología espermática 
 
La cabeza de los espermatozoides de mamíferos presenta importantes 




ejemplo, es ovoide y discoidal en conejo, toro y cerdo, falciforme en ratón, rata 
y hámster, y algo aplanado y elipsoide en el hombre. En cambio, es elíptica en 
el caballo (Samper, 2009c). En cuanto al tamaño, también existen 
considerables diferencias (Cummins and Woodall, 1985; Eddy, 2006), mientras 
que el espermatozoide humano presenta 5-6 µm de longitud y 2,5-3,5 µm de 
ancho (WHO, 1999), el del caballo tiene una longitud de 6,62 µm y una anchura 
de 3,26 µm (Hidalgo et al., 2005; Samper, 2009c). Aunque en general se podría 
aceptar que la mayoría de los mamíferos presentan una población espermática 
morfológicamente homogénea (Gago et al., 1999), en el hombre y el caballo es 
característica la variabilidad morfológica en la población espermática del 
eyaculado, incluso en individuos fértiles, lo que dificulta la determinación de la 
morfología normal de un espermatozoide. 
El eyaculado de la mayoría de animales domésticos se caracteriza por 
presentar un bajo porcentaje de morfoanomalías, como por ejemplo el macho 
cabrío (5-15% de morfoanomalías) (Roca et al., 1992). En cambio, el eyaculado 
del caballo no presenta un porcentaje de morfoanomalías tan bajo, llegando a 
superar el 20% de anomalías en sementales fértiles (Love et al., 2000;), 
debido, al menos en parte, a la escasez de selección en función a su capacidad 
reproductiva a la que se ha sometido la especie equina, a diferencia de lo que 
ocurre en rumiantes y cerdos. De esta manera, el porcentaje de 
espermatozoides con morfología normal presente en un eyaculado de caballo 
es extremadamente variable (Tabla 1). 
Posiblemente, la morfología espermática sea uno de los parámetros más 
importantes, junto con la motilidad, a evaluar en el eyaculado de nuestras 
especies domésticas. Existen numerosos trabajos de investigación que ponen 
de manifiesto la importancia de este parámetro, correlacionándolo con la 
motilidad espermática (Varner, 2008) y con la fertilidad (Dufour et al., 1984; 
Jasko et al., 1990; Kruger et al., 1988 ; Kumar and Rani, 1999; Levine, 1999; 
Menkveld et al., 1990). Concretamente, algunas morfoanomalías han sido 
asociadas con una fertilidad reducida, como las anormalidades de la pieza 
intermedia y las colas dobladas o enrolladas en espiral (Varner, 2008). 
Asimismo, cualquier defecto morfológico debido a un proceso de maduración 
espermático incompleto (por ejemplo defectos en la cola o pequeñas 




anormal que incapacite al espermatozoide para su progresión en el aparato 
genital femenino y la posterior fecundación (Dresdner and Katz, 1981). 
La morfología espermática ha sido determinada mediante numerosas 
técnicas, aunque el método más sencillo corresponde a la fijación de una 
muestra espermática con soluciones de formaldehido o glutaraldehido y el 
posterior contaje de espermatozoides mediante microscopia de contraste de 
fase (Björndahl et al., 2002; Briz et al., 1995; Pinart et al., 1999; WHO, 1999). 
Igualmente se han usado diferentes técnicas tintoriales para hacer valoraciones 
bajo microscopía de campo claro. Entre los métodos de tinción más empleados 
se incluyen la eosina-nigrosina (Colas, 1980), el trypan azul y giemsa 
(Kusunoki et al., 1988), el papanicolau (Hafer, 1987) y el Spermac® (Oettle, 
1986). 
Al igual que existen diferentes métodos de procesado de la muestra, 
existen diferentes sistemas de evaluación y clasificación de la morfología 
espermática (Briz et al., 1995; Pinart et al., 1999). No obstante, comúnmente se 
utilizan dos tipos de clasificación o combinaciones de estas. Así, las anomalías 
pueden ser clasificadas en función de la estructura espermática que está 
alterada (Jasko et al., 1990): 1) anomalías de la cabeza, 2) de la pieza 
intermedia y 3) de la cola. Del mismo modo, las anomalías pueden clasificarse 
en función de su origen (Varner, 2008): 1) anomalías primarias, 2) secundarias 
y 3) terciarias. Generalmente, los defectos primarios se consideran más 
severos y se creen que tienen su origen durante la espermatogénesis dentro 
del epitelio seminífero testicular. Este tipo de alteraciones son fácilmente 
detectadas mediante la evaluación morfológica y aportan una información muy 
valiosa ya que estas anomalías se consideran que están entre moderada y 
altamente relacionadas con la fertilidad de los sementales (Samper, 2009e). En 
cuanto a los defectos secundarios, son considerados como menos graves al 
producirse éstos durante la migración espermática a través del epidídimo o 
durante su almacenamiento (Samper, 2009e). En cambio, las anomalías 
terciarias se producen de forma iatrogénica o como consecuencia del manejo 
del semen durante su procesado y/o evaluación (Samper, 2009e). A pesar de 
su gran utilidad, este método presenta una gran limitación debido a que de 




cabezas sueltas, lo que induce a que se produzca una mala interpretación de 
los resultados (Samper, 2009e).  
Además de las descritas, existe otro tipo de clasificación de las 
anomalías del espermatozoide, propuesta por Blom (1973) y aceptada por 
varios autores, que clasifica los defectos espermáticos en mayores y menores. 
Además, sugiere que los defectos mayores, como las alteraciones en el 
acrosoma o los defectos nucleares, son aquellos que causan muerte 
embrionaria temprana o impiden que se produzca la fertilización (Saacke, 
2008), mientras que los defectos menores, como las anomalías de la cola, 
alteran la motilidad espermática, impidiendo que el espermatozoide pueda 
alcanzar al ovocito (Saacke et al., 2000). Recientemente, se ha sugerido una 
evaluación de los defectos morfológicos más precisa, teniendo en cuenta la 
posibilidad de la presencia de más de una anomalía en un mismo 
espermatozoide (alteraciones del acrosoma, gota citoplasmática proximal, 
pieza intermedia engrosada, cola enrollada, etc.). Esta metodología, al valorar 
las diversas anomalías presentes en un espermatozoide de forma conjunta,  
aporta una información más precisa de la muestra evaluada (Samper, 2009e) y 
evita además errores en la determinación del origen de estos defectos (Varner, 
2008).  
La guía editada por la Sociedad Americana de Reproducción Animal 
(The Society for Theriogenology, 1992), recomienda la elección de aquellos 
sementales que presenten al menos un 75% de gestaciones tras la cubrición 
de 40 o más yeguas, o superior a 120 yeguas cuando se realiza inseminación 
artificial. Si bien no determina, sino que propone un porcentaje estándar de 
espermatozoides con morfología normal por eyaculado, establece la valoración 
positiva de los eyaculados cuando presenten al menos 1 billón de 
espermatozoides con morfología normal y movimiento progresivo, tras dos 
eyaculados recogidos y evaluados con una hora de separación (Brito, 2007; 
Samper, 2009e). No obstante, otros autores consideran que una muestra 
seminal puede ser considerada apta cuando presenta al menos un 60% de 
espermatozoides con morfología normal (Hurtgen, 1992) ya que una muestra 
que presentara menos de un 50% se esperaría que presentara un valor de 




Aunque la valoración de las morfoanomalías utilizando estos métodos 
han demostrado ser un importante indicador de la determinación del descenso 
en la fertilidad en diversas especies (Chandler et al., 1988; Sekoni and 
Gustafsson, 1987; Voss et al., 1981), incluyendo los équidos (Brito, 2007; 
Jasko et al., 1990), su subjetividad condiciona la interpretación de los 
resultados. Además, estos métodos subjetivos de valoración espermática 
presentan una gran variabilidad intra- e inter- laboratorios (Cooper et al., 1999), 
haciendo necesario la utilización de métodos de valoración morfológicos mas 
objetivos (Hidalgo et al., 2006) como los sistemas CASA, que serán abordados 
en un apartado posterior.  
 
III.a.5. Movimiento espermático. 
 
Los espermatozoides de mamíferos adquieren la capacidad de 
movimiento durante el trasporte por el epidídimo (Yanagimachi et al., 1981). La 
motilidad flagelar es estimulada tras la eyaculación y se modula durante el 
transito del espermatozoide a través del aparato reproductor de la hembra 
(Davis and Siemers, 1995). Este tránsito implica cambios secuenciales 
importantes en los patrones de movimiento espermático, mostrando diferencias 
en cuanto a la longitud de la onda flagelar (movimiento asimétrico) o cambios 
en el desplazamiento lateral de la cabeza (Muiño, 2008), sugiriendo que el 
espermatozoide necesita primero sufrir una activación en la motilidad que le 
permita atravesar el tracto genital de la hembra y, posteriormente, una 
hiperactivación del movimiento para llegar al punto de fecundación y penetrar la 
pared del ovocito (Turner, 2003). Por todo ello, la motilidad del espermatozoide 
es una característica fundamental a tener en cuenta en la evaluación de la 
calidad seminal. Así, ha sido considerado tradicionalmente un indicador de la 
capacidad fecundante del eyaculado del caballo (Varner, 2008). Según algunos 
autores, el desarrollo de la capacidad fecundante y la movilidad del 
espermatozoide ocurren de forma paralela, de ahí que se haya utilizado como 
medida indirecta del potencial fecundante de la población espermática 




Para la evaluación del movimiento espermático se han descrito 
numerosos métodos (Björndahl et al., 2002; Bonet et al., 2000; Briz, 1994; 
Ludwig and Frick, 1990; WHO, 1999), desde la valoración subjetiva bajo 
microscopio de campo claro hasta los sistemas CASA, capaces de realizar 
evaluaciones objetivas tanto desde el punto de vista cualitativo como 
cuantitativo (Björndahl et al., 2002; Herreros, 2007; WHO, 1999). Este tipo de 
evaluación será abordada más ampliamente en un apartado posterior. 
Es sabido que cada especie animal cuenta con un patrón propio de 
movimiento, en función a múltiples características del espermatozoide como el 
tamaño de la cabeza, longitud de la cola y frecuencia de batido, entre otros 
(Gomendio and Roldan, 2008). El caballo cuenta con un tipo de movimiento 
espermático circular o semicircular muy característico debido principalmente a 
la inserción abaxial de la pieza intermedia en la cabeza del espermatozoide, 
que en otras especies no se catalogaría como progresivo (Samper, 2009d). Al 
igual que ocurre con la evaluación morfológica, no existe un consenso sobre 
los valores normales de movimiento espermático de un semental fértil (Tabla 
1), aunque la mayoría de los autores mantiene que una muestra seminal de 
calidad debe mostrar valores ≥ 60% de espermatozoides con movimiento 
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Existen multitud de factores, tanto de origen extrínseco, que influyen en 
la calidad del movimiento y que pueden afectar al movimiento espermático de 
una muestra. Entre ellos, destacamos la frecuencia de recogida (Parlevliet et 
al., 1994; Sieme et al., 2002), el uso y el tipo de diluyentes para su evaluación 
(Samper, 2009c), el tiempo entre la recogida y la evaluación, la temperatura o 
el uso de antibióticos en los diluyentes (Blanchard et al., 2012; Dean et al., 
2012), como factores extrínsecos y la raza de los animales estudiados (Dowsett 
and Pattie, 1982; Dowsett and Pattie, 1987; Paccamonti et al., 1999; Voss et 
al., 1981), las alteraciones de origen testicular (Bonet et al., 1992; Foote et al., 
1992), epididimario (Wenkoff, 1975) o prostático (Leib et al., 1994), entre los de 
intrínsecos. 
 
III.b. Sistemas computarizados de análisis espermático (CASA) 
 
Con el objetivo de solventar el problema de la subjetividad y de la 
variabilidad de algunos de los parámetros convencionales del seminograma 
clásico se empezó a investigar la forma de automatizar el análisis del 
movimiento espermático mediante el uso de sistemas informáticos. Los 
primeros valores objetivos se obtuvieron con métodos directos como la cine-
video-micrografía (Overstreet et al., 1979) e indirectos, espectrofotometría o 
velocímetro laser de doppler (Jouannet et al., 1977). Posteriormente, con el 
desarrollo de la tecnología de digitalización de la imagen de video, se 
incorporaron al mercado los sistemas semiautomáticos (Jagoe et al., 1986) y 
automáticos (Davis and Katz, 1989), genéricamente denominados con las 
siglas CASA (Computer-Assisted Sperm Analysis), los cuales permiten valorar 
de forma rápida, precisa y fiable tanto las variables cinéticas (Krause and 
Viethen, 1999; Mortimer, 2000b) como las morfométricas (Hidalgo et al., 2008) 
del espermatozoide de humanos y animales. 
En cuanto a la valoración de la morfometría espermática, es una 
característica espermática que puede ser utilizada en la evaluación de la 




capacidad fecundante de un eyaculado (Hidalgo et al., 2006). Las primeras 
técnicas morfométricas se basaron fundamentalmente en el uso de la 
microscopía electrónica (Dadoune et al., 1980; Serres et al., 1984). Éstas 
fueron seguidas de sistemas videomicrográficos de digitalización manual 
asistido mediante ordenador (Ball and Mohammed, 1995; Katz et al., 1986). La 
mejora de los equipos permitió el paso de la digitalización manual a 
semiautomática (Davis et al., 1992b; Perez-Sanchez et al., 1994) y, a partir de 
este momento, se desarrollaron múltiples equipos que permitían el análisis 
morfométrico objetivo (Verstegen et al., 2002). Así, surgió el CellForm-Human 
(CFH), un sistema semiautomático para el análisis morfométrico de 
espermatozoides de la especie humana (Davis et al., 1992a) y que 
posteriormente se aplico a diferentes especies de animales domésticos 
(Gravance et al., 2009). Las metodologías de análisis que incluían la 
digitalización automática así como la utilización de potentes programas 
informáticos fueron produciéndose en años posteriores (Boersma and Braun, 
1999; Garrett and Baker, 1995; Gravance and Davis, 1995; Hirai et al., 2001; 
Perez-Sanchez et al., 1994; Steigerwald and Krause, 1998). Este desarrollo 
permitió que se comercializaran diferentes sistemas para evaluar tanto la 
cinética como la morfometría del espermatozoide de diferentes especies, como 
el Sperm Class Analyzer® (Buendía et al., 2002; Gago et al., 1998; Hidalgo et 
al., 2006; Hidalgo et al., 2007; Pérez-Llano et al., 1998a; Sancho et al., 1998), 
el Hamilton-Thorn Motility Analyzer® (Boersma et al., 2001; Rijsselaere et al., 
2004), el Cell-Form ASMA® (Gravance et al., 2009) o el Integrated Semen 
Analysis System® (Gil et al., 2009). Actualmente, estos sistemas 
computarizados de análisis espermático son utilizados de manera rutinaria en 
la mayoría de los laboratorios de investigación para la evaluación de muestras 
seminales de especies de mamíferos domésticos y salvajes, así como del 
hombre (Hidalgo et al., 2006). 
 
III.b.1. Sistema computarizado de análisis del movimiento espermático 
 
Los sistemas CASA reflejan una serie de medidas derivadas del análisis 




parámetros evaluados en las muestras seminales se caracterizan por una serie 
de parámetros globales, los cuales dependen de la configuración del “set up”  
ver tabla 2 en el apartado IV.d.3 (Material y Método ). Entre ellos encontramos 
el porcentaje de espermatozoides estáticos (EST), lentos (LEN), medios 
(MED), rápidos (RAP) y progresivos (PRO). Además, otros parámetros definen 
la cinética de cada espermatozoide como la velocidad curvilínea (VCL), la 
velocidad media (VAP) y la velocidad rectilínea (VSL), los índices de linealidad 
(LIN), rectitud (STR) y de oscilación (WOB), obtenidos de las variables 
anteriores, la amplitud media del desplazamiento lateral de la cabeza (ALH) y la 
frecuencia de cruces sobre la trayectoria media (BCF). Estos parámetros 
cinéticos serán descritos en el apartado IV.d.3 (Material y Métodos). 
 
III. b.1.1. Estandarización del sistema  
 
A pesar de sus ventajas, como la objetividad mostrada por estos 
sistemas, algunos autores han advertido sobre el mal uso de los resultados 
obtenidos por los sistemas CASA (Katkov and Lulat, 2000). Por otra parte, 
debemos tener en cuenta que tanto el hardware como el software empleados 
para la identificación y determinación del desplazamiento de los 
espermatozoides individuales, junto con el análisis de las características del 
movimiento, difieren entre los sistemas comercialmente disponibles. Esto, 
unido al patrón de movimiento especifico que presenta el espermatozoide de 
cada especie estudiada, hace especialmente importante la estandarización del 
sistema y las condiciones de trabajo, pilar fundamental en la obtención de 
resultados repetibles y comparables con los obtenidos por otros laboratorios 
(ESHRE. and group., 1998; Verstegen et al., 2002). 
Entre los factores a estandarizar en el análisis CASA encontramos la 
concentración espermática de la muestras a analizar, al poder ésta influir en la 
identificación de los espermatozoides por parte del sistema y en la construcción 
de sus trayectorias (Iguer-ouada and Verstegen, 2001). Así, es conocida la 
necesidad de diluir previamente las muestras de esperma con diluyentes que 
no alteren las características cinéticas del espermatozoide (Farrell et al., 1998; 




destacar que estudios previos han demostrado que la composición del 
diluyente de esperma empleado y el grado de dilución pueden influir en los 
resultados obtenidos con los sistemas CASA (Farrell et al., 1996; Mortimer and 
Maxwell, 2004). Por otra parte, otros autores han demostrado la influencia de la 
temperatura de análisis (Davis et al., 1993b), el tipo de cámara (Verstegen et 
al., 2002) o el número de espermatozoides capturados en cada muestra (Jasko 
et al., 1990; Varner et al., 1991), entre otros factores. No menos importante en 
la determinación correcta del movimiento espermático es el propio sistema 
CASA, el cual debe procesar los datos de forma precisa. Para tal fin, estudios 
previos han demostrado que es imprescindible la estandarización del sistema, 
a través de la configuración del software mediante un “set up” específico para 
cada especie. Así, podemos seleccionar la frecuencia y el número de 
fotogramas (frames) a capturar (Mortimer, 2000b; Wilson-Leedy and 
Ingermann, 2007), parámetros específicos de la especie a estudiar (Hoogewijs 
et al., 2009; Verstegen et al., 2002). A este respecto, el uso de ajustes del 
análisis inadecuados podría dar lugar a cambios en el cálculo de las variables 
cinéticas (Davis et al., 1993b; Mortimer, 2000b; Verstegen et al., 2002), 
obteniéndose así resultados erróneos en aquellos parámetros cinéticos más 
relacionado con la fertilidad (Anel, 1999). 
 
Finalmente, también se ha sugerido la existencia de variaciones en los 
resultados obtenidos en una misma muestra de semen empleando distintos 
sistemas CASA (Verstegen et al., 2002), debido principalmente a que cada 
sistemas reconstruyen las trayectorias espermáticas de forma distinta o utilizan 
métodos diferentes para la localización e identificación de los espermatozoides 
así como algoritmos para el cálculo de los parámetros cinéticos. Incluso se ha 
sugerido que un mismo parámetro podría variar entre versiones distintas del 
mismo sistema CASA (Mortimer, 2000b). Por todo ello, es de suma importancia 
tener un buen conocimiento de los principios que rigen el funcionamiento de los 
sistemas CASA, las características y la fiabilidad de estos sistemas, así como 






III. b.1.2. Variables cinéticas 
 
Los sistemas CASA se caracterizan por el elevado número de variables 
cinemáticas que aportan por cada espermatozoide analizado. Además, algunas 
de ellas están muy relacionadas entre sí o son función de otras como la LIN, la 
STR y la WOB (Martínez-Pastor et al., 2011; Stockley et al., 1997). Debido a 
que gran parte de la variables transmiten información similar se hace necesario 
conocer el grado de implicación de cada variable cinética en el patrón de 
movimiento, el cual es además específico de la especie (Steinley and Brusco, 
2008). Por ello, se debe realizar un estudio previo de las variables con el objeto 
de determinar qué grado de información muestra cada una de ellas y poder así 
realizar una correcta elección de aquellas que mayor información aporten. 
Una de las posibles soluciones para reducir en número de variables 
obtenidas con los sistemas CASA es la realización de un análisis de correlación 
simple entre variables o de agrupación de variables (Flores et al., 2009; Miró et 
al., 2005; Miró et al., 2009; Quintero-Moreno et al., 2003; Quintero-Moreno et 
al., 2007; Quintero-Moreno et al., 2004; Rivera et al., 2005), o el uso de 
métodos iterativos (Brusco and Cradit, 2001; Huang et al., 2005). Otra 
metodología descrita recientemente para la reducción de las variables cinéticas 
es el Análisis de Componentes Principales (PCA) (Dorado et al., 2010; 
Martínez-Pastor et al., 2008; Martinez-Pastor et al., 2005a; Martinez-Pastor et 
al., 2005b; Núñez-Martínez et al., 2006a), la cual ha demostrado ser una muy 
buena herramienta para la selección de estas variables (Al-Kandari and Jolliffe, 
2005; Ramió et al., 2008), a pesar de no estar exenta de detractores (King and 
Jackson, 1999; Yeung and Ruzzo, 2001). 
 
III.b.1.3. Estudio de subpoblaciones  
 
Los eyaculados de la mayoría de los mamíferos son conocidos por 
presentar un grado de heterogeneidad elevado (Dorado et al., 2010), lo que 
significa que espermatozoides con diferentes cualidades coexisten en un 




diferentes subpoblaciones espermáticas en función a distintas características 
seminales, como parámetros bioquímicos (Meggiolaro et al., 2003), test 
funcionales (Holt et al., 1997; Pérez-Llano et al., 2003) o valoración morfológica 
(Hidalgo et al., 2008). Respecto a la identificación de subpoblaciones cinéticas, 
es necesario el análisis objetivo y preciso del movimiento, el cual no fue posible 
hasta el desarrollo de los sistemas CASA (Boyers et al., 1989). Estos sistemas 
permiten identificar a los espermatozoides de una manera individual por sus 
características cinéticas (Wilson-Leedy and Ingermann, 2007). El uso de estos 
sistemas junto al análisis estadístico multivariante han demostrado la existencia 
de subpoblaciones cinéticas en eyaculados de diferentes especies, como el titi 
(Holt et al., 1996), la gacela (Abaigar et al., 1997; Abaigar et al., 2001), el 
caballo (Quintero-Moreno et al., 2003), el asno (Álvarez et al., 2008; Dorado et 
al., 2013; Flores et al., 2008; Miró et al., 2005) el cerdo (Abaigar et al., 1999; 
Cremades et al., 2005; Quintero-Moreno et al., 2004; Rivera et al., 2005; Rivera 
et al., 2006), el perro (Dorado et al., 2011a; Dorado et al., 2011b; Núñez-
Martínez et al., 2006a; Núñez-Martínez et al., 2006b), el conejo (Quintero-
Moreno et al., 2007) y el macho cabrío (Dorado et al., 2009), empleando 
diferentes sistemas CASA y análisis estadísticos (Martínez-Pastor et al., 2011). 
Aunque existen multitud de métodos estadísticos para la determinación 
de las distintas subpoblaciones espermáticas, la mayoría de ellos están 
basados en el método de determinación de grupos, conglomerados o clústers 
(Dorado et al., 2011b; Flores et al., 2008; Miró et al., 2009; Quintero-Moreno et 
al., 2003). Dicho método consiste en agrupación de elementos, en este caso 
espermatozoides, basándose en la similitud de determinadas variables. A pesar 
de ser un método altamente contrastado y utilizado en multitud de estudios 
(Dorado et al., 2013; Flores et al., 2009; Muiño et al., 2009; Quintero-Moreno et 
al., 2007; Rivera et al., 2005), no está libre de inconvenientes. En primero lugar, 
se debe decidir si se emplea la distancia euclidea u otro tipo de indicadores 
para realizar los grupos (como Manhattan o las distancias de Mahalanobis), ya 
que los resultados pueden variar (Holt and Harrison, 2002; Xu and Wunsch Ii, 
2005). En segundo lugar, debe decidirse un determinado algoritmo de 
agrupamiento (método de agrupamiento), ya que en función del tipo de datos 
algunos métodos de agrupamiento son más adecuados que otros. Entre ellos 




dos, también denominado método de dos pasos (Abaigar et al., 1999; 
Cremades et al., 2005; Dorado et al., 2010; Flores et al., 2008; Martinez-Pastor 
et al., 2005a; Martinez-Pastor et al., 2006; Martinez-Pastor et al., 2005b). 
Aunque existen algunos métodos más, cada uno de ellos presenta sus ventajas 
e inconvenientes (Martínez-Pastor et al., 2011). No obstante, su principal 
inconveniente es que el número de grupos debe ser determinado previamente 
por el investigador. Para minimizar los posibles errores en la determinación del 
número de grupos se pueden utilizar distintos métodos estadísticos que 
ayudarían a solventar este problema (Kerr and Churchill, 2001; Xu and Wunsch 
Ii, 2005). En cambio, algunos autores como Yeung y Ruzzo (2001) opinan que 
no existe un modelo bien fundamentado aún.  
La presencia en el eyaculado de las distintas especies de una 
subpoblación o grupo de espermatozoides con unas características cinéticas 
determinadas está ampliamente asumido por la comunidad científica. 
Actualmente se piensa que se trata de un hecho fisiológico (Flores et al., 2008; 
Núñez-Martínez et al., 2006a) que podría estar relacionado con la capacidad 
fecundante de la muestra seminal (Quintero-Moreno et al., 2003). De una 
manera sencilla, Miró et al. (2005) interpretan que las subpoblaciones 
describen diferentes niveles de calidad en base a los patrones natatorios de los 
espermatozoides. En cambio, para Abaigar et al. (2001), estas subpoblaciones 
se podrían corresponder con grupos de espermatozoides originarios de 
diferentes partes del epidídimo. Además, apuntan que durante el 
almacenamiento espermático se produciría una secuencia progresiva en la 
estructura poblacional, de manera que algunos de los espermatozoides de una 
determinada población transformarían su movimiento, quedando englobados 
en otra subpoblación, posiblemente perdiendo su integridad metabólica y de 
coordinación (Abaigar et al., 2001). En esta misma línea hay algunos autores 
que han comenzado a sugerir que determinadas características cinéticas están 
relacionadas con diferentes cualidades espermáticas. Así, Martínez-Pastor et al 
(2005b) sugieren que las subpoblaciones compuestas por espermatozoides 
rápidos y lineales son los que presentan mayor calidad de movimiento, 
mientras que Dorado et al (2009) consideran que la subpoblación que muestra 
un movimiento más lento y menos lineal podría significar que presentan algún 




subpoblaciones están relacionadas con la mayor resistencia a la 
crioconservación (Martinez-Pastor et al., 2005b; Muiño et al., 2008b) o con la 
fertilidad (Quintero-Moreno et al., 2003; Quintero-Moreno et al., 2004). A pesar 
de todo lo expuesto, a día de hoy no se conocen los mecanismos fisiológicos 
por los cuales se forman las distintas subpoblaciones así como su función 
biológica. 
Por otra parte, se ha comprobado que determinados factores influyen en la 
frecuencia de distribución de las distintas subpoblaciones. Entre ellos, la 
especie, el individuo e incluso el eyaculado de un mismo individuo son los más 
influyentes, como así lo demuestran multitud de estudios realizados en 
diferentes especies, como el cerdo (Cremades et al., 2005), el toro (Muiño et 
al., 2009; Muiño et al., 2008b), el asno (Dorado et al., 2013; Miró et al., 2005), 
el caballo (Abaigar et al., 1999), la gacela (Abaigar et al., 2001), el perro 
(Dorado et al., 2011b; Núñez-Martínez et al., 2006b) o el macho cabrío. Otro de 
los factores influyentes en la estructura subpoblacional de un eyaculado es la 
calidad seminal de la muestra (Dorado et al., 2009; Miró et al., 2005; Núñez-
Martínez et al., 2006a; Núñez-Martínez et al., 2006b; Quintero-Moreno et al., 
2003; Quintero-Moreno et al., 2007; Quintero-Moreno et al., 2004; Rivera et al., 
2005; Rivera et al., 2006) o la raza (Quintero-Moreno et al., 2007). 
III.b.2. Sistemas computarizado de análisis de la morfología espermática 
 
El porcentaje de morfoanomalías presente en un eyaculado ha 
demostrado ser un importante indicador del descenso de la fertilidad en 
diversas especies animales (Chandler et al., 1988; Sekoni and Gustafsson, 
1987; Voss et al., 1981). Sin embargo, el uso de los métodos subjetivos 
anteriormente expuestos dificulta su interpretación (Dowsett et al., 1984), lo que 
hace necesario la introducción de análisis objetivos y precisos que permitan 
reducir las diferencias intra- e inter-observadores así como conseguir 
resultados fiables y reproducibles entre laboratorios (Ehlers et al., 2011; 
Gravance et al., 1996). 
Con la finalidad de mejorar la evaluación morfológica del 




semiautomáticos para el análisis por imagen de la morfología espermática 
(Jagoe et al., 1986; Moruzzi et al., 1988). Hubo que esperar hasta la década de 
los 90 para la llegada de los actuales sistemas denominados ASMA (Automatic 
Semen Morphology Analysis) o CASMA (Computer Automatic Semen 
Morphology Analysis). Esta tecnología, validada originalmente para el 
espermatozoide humano (Davis et al., 1992a; De Monserrat et al., 1995; Kruger 
et al., 1993), ha sido progresivamente adaptada a algunas especies animales 
como el caballo (Gravance et al., 1996; Hidalgo et al., 2008), el perro (Iguer-
ouada and Verstegen, 2001) o el carnero (Sancho et al., 1998), entre otros. 
Con esta metodología, las muestras seminales, previamente fijadas y 
teñidas, pueden ser analizadas individualmente para determinar las 
características morfométricas de la cabeza del espermatozoide en cuanto a 
tamaño (área, perímetro, longitud y anchura) y forma (elipticidad, elongación, 
regularidad y rugosidad) ver figura 3 en el apartado IV.d.4 (Material y Método). 
Además, proporciona datos sobre la proporción de la cabeza que pertenece al 
acrosoma (Álvarez Lledó, 2003). Algunos sistemas ofrecen incluso información 
sobre la pieza intermedia (área y anchura) y datos referentes a la inserción de 
la pieza intermedia en la cabeza, como son la distancia y el ángulo de la 
inserción (Gil et al., 2009). 
De forma general, estos sistemas se componen de un microscopio que, 
a través de una cámara incorporada, transmite imágenes procedentes de 
muestras de esperma previamente teñidas, hacia una tarjeta capturadora 
ubicada en el ordenador. La imagen microscópica digitalizada es procesada por 
el software de análisis, informando de forma individualizada, de las 
características morfométricas de los espermatozoides capturados (Hidalgo et 
al., 2002). A diferencia de la variabilidad inherente al análisis subjetivo (Manet 
et al., 2000), esta tecnología ha permitido cuantificar de forma precisa y 
repetible las características morfométricas de la cabeza de los 






III.b.2.1. Estandarización de la técnica 
 
La eficacia de estos sistemas depende de la estandarización de una 
serie de variables analíticas que intervienen en el análisis (Davis and 
Gravance, 1993; Gago et al., 1998; Gravance et al., 1995; Hidalgo et al., 2002) 
y que afectan tanto a la preparación de la muestra (lavado, fijación y tinción), 
captura de imágenes con microscopio bajo condiciones adecuadas de 
iluminación y ”set up” ve tabla 3 en apartado IV.d.4 (material y Método), así 
como al análisis de las mismas. Todo ello en función de la especie. Además de 
las variaciones propias debidas al proceso de valoración, se deben añadir los 
errores causados por el análisis de un número insuficiente de espermatozoides 
o a las causadas por las posibles diferencias existentes entre los distintos 
sistemas CASMA (Verstegen et al., 2002). 
Por lo expuesto, la elección de las condiciones en las que se realiza el 
análisis pueden determinar cambios significativos en la morfología observada. 
Así, entre otras, se deben elegir adecuadamente las técnicas de tinción en 
función a la especie, tamaño de la muestra o los aumentos (Ball and 
Mohammed, 1995; Esteso et al., 2006b; Hidalgo et al., 2006; Núñez-Martínez et 
al., 2006a; Rijsselaere et al., 2004; Saravia et al., 2007; Verstegen et al., 2002). 
Además, los sistemas automatizados deben discriminar entre los verdaderos 
espermatozoides y las células sobrepuestas o artefactos (Gravance et al., 
1996; Kruger and Coetzee, 1999), para lo cual es conveniente la correcta 
captura de las imágenes. 
Todas las modificaciones realizadas en el proceso de cuantificación 
morfológica influyen en los valores obtenidos y deben tenerse en cuenta a la 
hora de comparar los resultados (Verstegen et al., 2002). Por ejemplo, cuando 
los espermatozoides se tiñen, al utilizar preparaciones en seco o fijándolas el 
citoplasma celular se deshidrata y como resultado se produce una disminución 
del tamaño de la cabeza espermática (Hidalgo et al., 2006). Esto se ha descrito 
en muestras de semen humano y de caballo, teñidas con Papanicolaou y 
Feulgen respectivamente, en las que la reducción media del área de la cabeza 
respecto a las muestras medidas en ambiente húmedo alcanza el 30% para los 




disminución para el caballo oscila entre el 20% y el 13% respectivamente, 
frente a espermatozoides no fijados y no teñidos (Ball and Mohammed, 1995; 
Katz et al., 1986). 
Otros aspectos a tener en cuenta son la osmolaridad de los diluyentes o 
el procesado del esperma (refrigerado o congelado), los cuales afectan también 
al tamaño de la cabeza de los espermatozoides (Esteso et al., 2006a; 
Gravance et al., 1998b). En esta línea, existen diversos estudios que 
demuestran la gran influencia del tipo de tinción tanto en la precisión, como en 
el tamaño de la medición de la cabeza espermática en la valoración de la 
morfometría (Hidalgo et al., 2005). Además, esta influencia varía en función de 
la especie estudiada (Gago et al., 1998; Gravance et al., 1998a; Hidalgo et al., 
2005; Hidalgo et al., 2006; Kruger et al., 1993), del individuo y del eyaculado de 
un mismo individuo (Dahlbom et al., 1997; Gravance et al., 1999; Hidalgo et al., 
2008; Malo et al., 2006b; Morrow and Gage, 2001). Existe un mayor consenso 
en la bibliografía consultada a la hora de establecer el número mínimo de 
espermatozoides a analizar en cada análisis morfométrico. Así, la mayoría de 
autores consideran suficientes analizar 100 espermatozoides por muestra 
(Gago et al., 1998; Gravance et al., 1998a; Hidalgo et al., 2005; Hidalgo et al., 
2006; Rijsselaere et al., 2004; Sancho et al., 1998). 
El uso de estos sistemas computarizados ha permitido determinar sutiles 
diferencias entre muestras, tanto en la especie humana (Álvarez Lledó, 2003) 
como en otras especies animales (Gago et al., 2000; Gravance and Davis, 
1995; Pérez-Sanchez et al., 1998; Sancho et al., 1998), lo que es de suma 
importancia en las especies que presentan una gran homogeneidad entre los 
espermatozoides de un mismo eyaculado, como es el caso del ovino (Sancho 
et al., 1998). Por otra parte, estos hallazgos han incrementado el interés por el 
análisis de las características morfológicas de los espermatozoides y su posible 
aplicación en estudios futuros. Así, se ha sugerido que los espermatozoides 
más largos serian capaces de nadar más rápido y, en consecuencia, llegarían 
antes al ovocito que sus competidores y penetrarían el recubrimiento de esta 
célula más fácilmente (Montoto et al., 2011; Tourmente et al., 2009). Además, 
en diversas especies de mamíferos (Homo sapiens, Bos taurus, Mesocricetus 




correlación entre la longitud de la cabeza espermática y la velocidad del 
espermatozoide (r = 0,96; p = 0,009) (Gomendio and Roldan, 1993). 
Otra cuestión importante es conocer qué parámetros morfométricos son 
los más relevantes para el estudio morfométrico de la cabeza del 
espermatozoide. En la bibliografía consultada los parámetros elegidos como 
óptimos varían entre especies. Así, en ovino (Sancho et al., 1998) y en la 
alpaca (Buendía et al., 2002) se recomienda la utilización del perímetro y del 
factor de forma (W/L),mientras que en conejos (Gravance and Russell, 1995) 
probablemente la relación W/L es la única capaz de discernir entre individuos. 
En ciervos la longitud y la anchura son los parámetros que presentan una 
mayor relevancia y la regularidad el que presenta menor diversidad entre 
individuos (Soler et al., 2005a). En cambio, no existe un consenso en cuanto a 
los parámetros elegidos como óptimos para discriminar entre individuos cuando 
se refieren a caballos. Así, Casey et al (1997) y Gravance et al (1996) utilizaron 
los parámetros longitud, anchura, área y perímetro de la cabeza espermática 
para comparar con éxito los valores morfométricos entre caballos fértiles y sub-
fértiles. En cambio Hidalgo et al. (2005; 2006; 2008) utilizan tanto los 
parámetros de tamaño (longitud, anchura, área y perímetro) como los de forma 
(elipticidad, rugosidad, elongación y regularidad) en sus estudios. Por otra 
parte, Arruda et al. (2002) usan los parámetros de área y perímetro cuando 
comparan la morfometría de los espermatozoides de caballo en fresco y 
después de congelar-descongelar, determinando que estos valores son 
menores en los espermatozoides que han sufrido este último proceso. 
 
III.b.2.2. Estudio de Subpoblaciones morfométricas/morfológicas 
 
Hoy en día es ampliamente admitida la existencia de diferentes 
subpoblaciones morfológicas en el eyaculado de la mayoría de las especies 
(Esteso et al., 2009; Maroto-Morales et al., 2012; Peña et al., 2005; Rubio-
Guillén et al., 2007). La caracterización de las diferentes formas espermáticas y 
el estudio de su relación con la fertilidad es una de las posibilidades que 
actualmente ofrece el análisis morfométrico. Las nuevas tecnologías de análisis 




morfológicas de los espermatozoides, lo que a su vez ha permitido vislumbrar 
la heterogeneidad celular existente tanto entre los eyaculados de mamíferos 
como entre individuos (Maroto-Morales et al., 2012). Así, el análisis automático 
de la morfología espermática ha sido satisfactoriamente empleado para 
identificar y caracterizar estos grupos celulares en las diferentes especies 
animales (Buendía et al., 2002; Esteso et al., 2009; Hidalgo et al., 2006; Peña 
et al., 2005; Thurston et al., 2001).  
Uno de los principales problemas que presenta el estudio morfométrico, 
al igual que el estudio cinético, es la elevada cantidad de variables que aporta 
este tipo de sistemas, dificultando el entendimiento, la comprensión de los 
datos y disminuyendo su eficacia (Peña et al., 2005). En este sentido, 
diferentes trabajos científicos han combinado el uso de los sistemas CASMA 
con diferentes métodos estadísticos que permitan reducir el número de 
variables, conservando la mayor cantidad de información relevante (Esteso et 
al., 2009; Thurston et al., 2001). Entre los métodos descritos, el análisis clúster 
es el método estadístico multivariante más utilizado para la identificación y 
caracterización de las subpoblaciones morfométricas, a partir de los resultados 
obtenidos con los sistemas CASMA. Así, este tipo de análisis estadístico se ha 
usado con éxito en varias especies como el caballo (Gravance et al., 1996; 
Hidalgo et al., 2006), el ciervo (Esteso et al., 2009), la alpaca (Buendía et al., 
2002) y el cerdo (González Villalobos et al., 2008; Rubio-Guillén et al., 2007). 
No obstante, el numero de subpoblaciones obtenida por lo diversos estudios es 
muy variable (Álvarez et al., 2008; Esteso et al., 2009; Hidalgo et al., 2006; 
Hidalgo et al., 2008; Peña et al., 2005; Rubio-Guillén et al., 2007). 
Uno de los puntos clave es la importancia que cobra la morfometría en el 
estudio de otros parámetros reproductivos como pueden ser la fertilidad y la 
prolificidad, o respecto a la aplicación de técnicas de conservación de gametos, 
como es la criopreservación espermática. Así, en los últimos años el estudio de 
las dimensiones del espermatozoide se ha convertido en una línea de 





III.b.3. Correlación entre los Parámetros Morfométricos y Cinéticos 
obtenidos mediante los sistemas CASA.  
 
Los análisis de motilidad y morfometría del espermatozoide mediante los 
sistemas computarizados son técnicas que se están llevando a cabo de forma 
paralela en algunas especies de animales domésticos (Gil et al., 2009), aunque 
son más numerosos en la especie humana (Álvarez Lledó, 2003; Dott, 1975; 
Evans and Maxwell, 1987; Saacke, 1982; WHO, 1999). Estos análisis 
computarizados se han convertido en un método valioso a la hora de evaluar 
muestras seminales para predecir su fertilidad (Casey et al., 1997) y son de 
gran ayuda, no solo para llevar un control de sementales sino también como 
técnicas necesarias en el estudio de cualquier muestra seminal (Krause and 
Viethen, 1999). Así, existen trabajos que miden bien los parámetros cinéticos 
del espermatozoide de caballo (Quintero-Moreno et al., 2003) o sus parámetros 
morfométricos (Casey et al., 1997; Gravance et al., 1996; Hidalgo et al., 2005; 
Hidalgo et al., 2006; Hidalgo et al., 2008). Sin embargo, no se han realizado 
hasta la fecha ningún estudio en el que se correlacionen los valores obtenidos 
con ambos sistemas en muestras seminales frescas.  
Aunque por ahora no existe una gran numero de estudios en los cuales 
relacionen la morfometría con la dinámica espermática, los que hay son 
bastantes esperanzadores (Montoto et al., 2011; Tourmente et al., 2009). 
Además, en diversas especies de mamíferos (Homo sapiens, Bos taurus, 
Mesocricetus auratus, Mus musculus y Orystolagus cuniculus), existe una alta 
correlación entre la longitud espermática y la velocidad del espermatozoide (r = 
0,96, p = 0,009) como han observado Gomedio y Roldan (1993) y Malo et al. 
(2006b). En cambio, Herreros (2007), trabajando con cerdos, determino una 
correlación diferente entre el conjunto de variables morfométricas y cinéticas. 
Esta discrepancia de resultados nos hace pensar que la relación existente 
entre este tipo de variables es diferente en función de la especie, por lo que 
































IV.  MATERIAL Y MÉTODO  
IV.a. Animales 
 
Todas las muestras seminales utilizadas en el presente estudio procedieron 
de 10 sementales adultos de fertilidad demostrada, pertenecientes a cuatro 
razas equinas distintas: dos Pura Raza Árabe (PRA), dos Pura Sangre Inglés 
(PSI), dos Anglo–Árabes (A-a) y cuatro Pura Raza Español (PRE); y cuyas 
edades estaban comprendidas entre los 7 y los 11 años. Ocho de los 
sementales fueron cedidos por el Centro de Reproducción Equina de Écija 
(Sevilla), propiedad de Cría Caballar, mientras el resto pertenecieron a clientes 
particulares del Hospital Clínico Veterinario de la Universidad de Córdoba S.L. 
(HCV). 
Durante el periodo de estudio, los sementales fueron alojados en boxes 
individuales de 3,5 m × 3,7 m, ubicados en una zona especialmente 
acondicionada de las instalaciones del HCV, bajo condiciones de temperatura y 
humedad controlada. Todos los animales recibieron una dieta equilibrada, que 
consistió en tres kilos de pienso repartidos en tres tomas diarias, junto con 
unos 7-8 kilogramos de heno de alfalfa de buena calidad y con disponibilidad 
de agua ab libitum. 
 
IV.b. Recogida de esperma 
 
Los sementales utilizados en el estudio fueron sometidos a 3 recogidas 
de esperma por semana durante 2 semanas consecutivas ver tabla en 
apartado V.a. (Resultados). 
Las muestras de esperma fueron recogidas mediante vagina artificial 
cerrada (modelo Missouri, Minitüb, Tiefenbach, Alemania), empleando una 
yegua en celo natural o inducido mediante prostaglandinas sintéticas 
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(Luprostiol 7,5 mg IM, Prosolvin®; Intervet International B.V., Boxmeer, 
Holanda) como estímulo sexual positivo. Todas las extracciones de esperma se 
realizaron en una de las salas de exploración del HCV, de 50 m², provista de 
suelo antideslizante para el correcto manejo de los animales y de un potro de 
sujeción para la inmovilización de las yeguas durante el periodo de preparación 
del semental. 
Para cada una de las recolectas de semen, la yegua soporte es primero 
introducida en el potro de sujeción y a continuación preparada para el salto en 
vagina mediante el encolado y posterior lavado de la zona genital, con el fin de 
reducir las posibilidades de contaminación del eyaculado en el momento del 
salto. Una vez preparada, se introduce el semental en la sala para proceder a 
la preparación del mismo, la cual duró aproximadamente 15 minutos. Esta 
consiste primero en aproximar el semental a la hembra soporte, ubicada en el 
potro de sujeción, y estimularlo sexualmente hasta conseguir la erección 
adecuada. Una vez alcanzada ésta, se procede a lavar el aparato reproductor 
con agua atemperada y jabón neutro para disminuir la carga bacteriana y 
mejorar la calidad espermática del eyaculado. Transcurridos los 15 minutos, se 
saca al semental de la sala de recogida y se procede a la protección e 
inmovilización de la yegua mediante la aplicación de un protector para el cuello 
y de un par de trabones traseros. 
Finalmente, se adecua la vagina artificial para la correcta recogida del 
esperma. Esta preparación consistió en la aplicación de una funda sanitaria 
interna de un solo uso (Minitüb, Tiefenbach, Alemania) para garantizar la 
máxima higiene entre recolectas, la colocación de un filtro en línea (Minitüb, 
Tiefenbach, Alemania) para reducir la presencia de gel, la renovación del agua 
caliente de la vagina hasta conseguir una temperatura final de 42°C a 45°C y la 









IV.d. Valoración de la calidad espermática 
 
Una vez recogido el eyaculado, éste fue transportado en condiciones 
isotermas (37ºC) al laboratorio de Reproducción del Departamento de Medicina 
y Cirugía Animal, ubicado en la primera planta del Edificio Francisco 
Santisteban y próximo a la sala de recogida. Este laboratorio dispone de todo el 
material y equipamiento necesario para la valoración espermática. 
 
IV.d.1. Volumen, pH y Concentración del eyaculado 
 
El volumen eyaculado libre de gel se determinó mediante la escala 
milimetrada (ml) del colector de recogida. Una alícuota del eyaculado (3 ml) se 
utilizo para evaluar el pH, empleando para tal fin un pHmetro (HI 2211-02; 
Hanna Instruments Inc., Woonsocket RI, USA), según metodología descrita por 
Vidamen y col (2009). La concentración espermática (millones de 
espermatozoides/ml) fue registrada según la metodología descrita por Hidalgo 
(2006), empleando el fotómetro Spermacue® (Minitüb, Tiefenbach. Alemania). 
 
IV.d.2. Morfología espermática e integridad del acrosoma 
 
La morfología espermática y la integridad del acrosoma fueron 
evaluados conjuntamente mediante la tinción Spermac® (Minitüb, Tiefenbach. 
Alemania). Una alícuota de 7 µl de cada eyaculado es extendida en un 
portaobjetos y una vez secada al aire durante 30 minutos, teñida, según el 
protocolo descrito previamente en caballos por Hidalgo y col (2006; 2008). A 
continuación, las preparaciones son individualmente identificadas y montadas 
de forma permanente mediante un cubreobjetos de 24 x 60 y medio de montaje 
para microscopía Eukitt® (Kindler and Co; Friburgo, Alemania). Finalmente, las 
preparaciones son almacenadas hasta su posterior valoración. 
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Cada muestra fue valorada mediante observación visual, empleando un 
microscopio óptico de campo claro (BH2-Sc, Olympus, Tokio, Japón) provisto 
de objetivo de 100x. Un total de 200 espermatozoides fueron contados por 
preparación para determinar el porcentaje (%) de morfoanomalías y de 
espermatozoides con el acrosoma íntegro. Las morfoanomalías se clasificaron 
en anomalías de la cabeza, del flagelo y gota citoplasmáticas, según la 
clasificación de Saacke (1972). Por su parte, el estado del acrosoma se 
clasificó como íntegro (borde apical definido, marcado por una semiluna 
oscura) o dañado (con bordes irregulares y no definidos o con ausencia de 
acrosomas), según la clasificación de Oettle (1986). 
 
IV.d.3. Movimiento espermático 
 
El movimiento se valoró de forma objetiva empleando el equipo de 
análisis de imagen Sperm Class Analyzer® (SCA, Microptic S.L, Barcelona, 
España). Este equipo consta de un microscopio (Olympus BH-2; Tokio, Japón) 
equipado con un objetivo de 10x y conectado a una videocámara (Sony CCD - 
IRIS SSC-M370; Sony Corporation, Tokio, Japón) que transmite las imágenes 
microscópicas hasta una tarjeta capturadora de video (Meteor II; Matrox 
Electronic Systems Ltd; Quebec, Canadá), ubicada en el interior de un PC 
(Procesador Pentium IV, Intel Inside, Filipinas), para posteriormente ser 
procesadas por el software del módulo de movimiento del SCA. 
Antes de cada valoración se ajustaron los parámetros de iluminación y 
contraste con el fin de optimizar las capturas de las células espermáticas, 
según metodología de Dorado et al. (2010). En cada análisis, se diluyó una 
alícuota de 200 µl de esperma puro en un diluyente a base de leche desnatada 
y glucosa (EquiPro®, Minitübe, Tiefenbach, Alemania), atemperado a 37°C, 
hasta obtener una concentración de 50 millones de espermatozoides/ml. Tras 
un periodo de incubación de 5 minutos en estufa (modelo 205, Pselecta, 
Barcelona, España) a 37°C, se depositó 10 µl de la dilución en una cámara de 
recuento celular Makler (Sefi-Medical Instruments Ltd., Haifa, Israel), 
atemperada a 37ºC. A continuación, al menos cuatro campos microscópicos 
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fueron capturados aleatoriamente en una misma muestra con el fin de obtener 
un mínimo de 200 espermatozoides analizados por muestra . 
 
TABLA 2. SET UP DEL SISTEMA UTILIZADO PARA LA VALORACIÓN DEL 
MOVIMIENTO ESPERMÁTICO DURANTE ESTE ESTUDIO 
 
Parámetros 
Frames/segundo: imágenes capturadas por segundo. 25 
Cámara de captura de imágenes Makler 
Escala (1 pixel equivale a 0,836232 micras) 10X 
Área de partícula <15 y >75 micras2 
Límite VCL (µm/seg): para ser considerado como 
Lento <10 
Medio >10 <45 
Rápido >45<90 
STR mínimo (%) : valor utilizado para definir los espermatozoides 
considerados progresivos 75 
LIN mínima (%) : valor utilizado para definir los espermatozoides 
considerados con movimiento circular <50 
Set up recomendado por el fabricante 
 
Una vez realizadas las capturas, las trayectorias espermáticas fueron 
corregidas mediante la función “playback”. Los parámetros cinéticos calculados 
por el SCA, a partir de las imágenes capturadas en cada célula espermática, 
han sido previamente descritos por diferentes autores (Álvarez Lledó, 2003; 
Mortimer, 1997): 
Movimiento total (MT, %): porcentaje de espermatozoides que presentan una 
Velocidad curvilínea VCL > 10 µm/s. 
Movimiento progresivo (MP, %): porcentaje de espermatozoides que presentan 
movimiento con un índice de rectitud (STR) ≥ 75% dentro de la muestra. 
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Estáticos (%): El porcentaje de espermatozoides que presentan una Velocidad 
curvilínea (VCL) < 10 µm/s. 
Velocidad curvilínea (VCL, µm/s): se obtiene a partir de la unión de los puntos 
donde se localiza el centroide de la cabeza del espermatozoide en cada frame 
durante el tiempo de adquisición de la imagen. Nos aporta información sobre la 
distancia recorrida por el espermatozoide a lo largo de su trayectoria real en 
función del tiempo. 
Velocidad rectilínea (VSL, µm/s): se obtiene a partir de la unión entre el primer 
y el último punto durante el tiempo de adquisición de la imagen. Indica la 
distancia recorrida por el espermatozoide entre estos dos puntos de su 
trayectoria en función el tiempo. 
Velocidad de la trayectoria media (VAP, µm/s): se obtiene por extrapolación de 
los puntos que determinan la VCL. Nos muestra la distancia recorrida por el 
espermatozoide a lo largo de su trayectoria media en función del tiempo. 
Índice de Linealidad (LIN, %): Relación porcentual entre VSL y VCL (VSL / VCL 
× 100). Indica la rectitud de la trayectoria curvilínea. 
Índice de Rectitud (STR, %): Relación porcentual entre VSL y VAP (VSL / VAP 
× 100). Indica la rectitud de la trayectoria media. 
Índice de Oscilación (WOB, %): Relación porcentual entre VAP y VCL (VAP / 
VCL × 100). Es una medida de la oscilación de la trayectoria curvilínea 
respecto de la trayectoria media. 
Amplitud del desplazamiento lateral de la cabeza (ALH, µm/s): Mide el máximo 
desplazamiento efectuado por la cabeza del espermatozoide en su trayectoria 
curvilínea, de un lado a otro de la trayectoria media o lineal. 
Frecuencia de cruces (BCF, Hz): Frecuencia con la cual la trayectoria 
curvilínea atraviesa la línea media en función del tiempo. 
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FIGURA 1. REPRESENTACIÓN GRÁFICA DE LOS PARÁMETROS CINÉTICOS 
OBTENIDOS MEDIANTE EL SISTEMA CASA. 
 
 
VCL: Velocidad curvilínea; VSL: Velocidad rectilínea; VAP: Velocidad de la trayectoria media; 
ALH: Amplitud del desplazamiento lateral de la cabeza. (Imagen adaptada de MICROPTIC SL, 
Automatic Diagnostic Systems) 
 
Todos los datos obtenidos con el sistema CASA usado en el presente 
estudio fueron almacenados en una única hoja de cálculo Excel® (Microsoft 
Corporation, Redmond, WA, USA) para su posterior análisis estadístico. 
 
IV.d.4. Morfometría espermática 
 
La evaluación morfométrica se realizó siguiendo la metodología 
previamente descrita por este grupo de investigación para el análisis 
morfométrico del espermatozoide del caballo (Hidalgo et al., 2005). Para ello, 
una alícuota de 200 µl de la dilución realizada para la determinación del 
movimiento se vuelve a diluir con 200 µl de la solución Dubelcco´s Buffer di-
fosfato (DPBS, Sigma-Aldrich, Steinheim, Alemania) en un tubo eppendorf y 
centrifugada (IEC Micromax, mod. 230, International Equipment Company, 
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USA) durante 10 minutos a 600g. Tras eliminar el sobrenadante, se 
resuspende el sedimento con 200 µl de DPBS. A continuación, una gota de 
esta dilución es extendida en un portaobjetos que tras secarse al aire, se tiñe 
por inmersión durante 40 minutos en Hematoxilina de Harris (Panreac Química 
S.A., Barcelona, España). Finalmente, las preparaciones teñidas son 
identificadas individualmente y montadas con Eukitt®, quedando así la muestra 
preparada para posterior su valoración. 
 
TABLA 3. SET UP DEL SISTEMA CASMA UTILIZADO PARA LA VALORACIÓN 
MORFOMÉTRICA DE LA CABEZA DEL ESPERMATOZOIDE DE CABALLO 
Parámetros 
 
Número de espermatozoides 100-200 
Tamaño de cuadro 100x100 pixeles 
Blanco y negro 
 
Escala (1pixel = 0,082 micras) 100X 
Detección Semiautomática 
Especie Equina 
Tinción  Hematoxilina de Harris 




Para el análisis morfométrico, se empleó el mismo hardware, aunque 
esta vez se utilizo el software de morfometría del analizador de semen SCA, 
descrito en el apartado IV. d. 3. En cada preparación se capturaron al azar un 
mínimo de 100 espermatozoides, evitando únicamente aquellos 
espermatozoides superpuestos o rodeados de partículas. Para la captura de 
los espermatozoides, el software de análisis morfométrico proporciona un 
cuadro de 100 x 100 megapixeles en el que se encuadra la cabeza y la primera 
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porción de la pieza intermedia de cada uno de los espermatozoides presentes 
en la muestra (Figura 2A). Una vez capturados, el software elabora una 
máscara que se ajusta a la imagen microscópica original de cada 
espermatozoide, diferenciando la cabeza y la pieza intermedia (Figura 2B). 
Finalmente, se procede a revisar todas las capturas eliminándose aquellas 
imágenes que presentaron errores en la delimitación de las células 
espermáticas. 
 
FIGURA 2. IMAGEN DE LA VENTANA DE CAPTURA DEL SCA 
 
   
Figura 2A                                                                       Figura2B 
Sobre las imágenes digitalizadas, el programa realiza los cálculos y 
proporciona cuatro parámetros de tamaño de la cabeza: Longitud (L), Anchura 
(W), Perímetro (P) y Área (A), además de cuatro parámetros de forma: 
Elongación (L-W/L+W), Elipticidad (L/W), Regularidad (π x L x w/4 x A) y 






Material y Método 
72 
 












De igual modo, todos los datos morfométricos obtenidos fueron 
almacenados en una única hoja de cálculo Excel® para su posterior análisis 
estadístico. 
 
IV.e. Diseño experimental  
 
El presente trabajo pretende valorar los parámetros cinéticos y 
morfométricos del espermatozoide del caballo, mediante el análisis 
computarizado del esperma y su posterior análisis estadístico multivariante 
para identificar la presencia de subpoblaciones espermáticas en los eyaculados 
del caballo de razas distintas. Para alcanzar tal fin se diseñaron tres 
experiencias que se correspondieron con cada uno de los tres objetivos 

















Elipticidad  (L/W) 
 
Regularidad (π x L x w/4 x A)  
 
Rugosidad  (4 x π A /P²). 
Imagen modificada de (Hidalgo et al.,2005) 
Material y Método 
73 
 
IV.e.1.1. Experimento 1. Estudio de los parámetros cinéticos del 
espermatozoide equino: identificación de subpoblaciones cinéticas en el 
eyaculado fresco procedentes de caballos de diferentes razas. 
 
Con el fin de responder al primer objetivo de este estudio, que consistió 
en la caracterización de los parámetros cinéticos del espermatozoide equino y 
la identificación de las distintas subpoblaciones cinéticas presentes en 
eyaculados de caballos de diferentes razas, se utilizaron 18.536 
espermatozoides de un total de 40 muestras, procedentes de los 10 caballos (4 
eyaculados por semental) del estudio. Las ocho variables cinéticas (VCL, VSL, 
VAP, LIN, STR, WOB, ALH y BCF) obtenidas por el sistema CASA fueron 
tratadas estadísticamente para identificar las subpoblaciones cinéticas y las 
diferencias existentes entre razas. 
 
IV.e.1.2. Experimento 2. Estudio de los parámetros morfométricos del 
espermatozoide equino: identificación de subpoblaciones morfométricas en 
eyaculados frescos procedentes de caballos de diferentes razas. 
 
Este experimento pretendió caracterizar los parámetros morfométricos 
del espermatozoide equino e identificar subpoblaciones morfométricas en 
eyaculados de caballos de diferentes razas (Objetivo 2). Para tal fin se 
utilizaron 7.312 espermatozoides de un total de 40 muestras, procedentes de 
los 10 caballos del estudio (4 eyaculados por semental). Cada espermatozoide 
proporciono ocho variables morfométricas de la cabeza del espermatozoide: 
Longitud (Long-c), Anchura (Anch-c), Área (Área-c), Perímetro (Peri-c), 
Elipticidad (Elip), Rugosidad (Rug), Elongación (Elong) y Regularidad 
(Regu), a partir de las cuales identificar las subpoblaciones morfométricas y las 
diferencias entre las razas eqinas estudiadas. 
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IV.e.1.3. Experimento 3. Estudio de la correlación entre los parámetros 
morfométricos y cinéticos del espermatozoide de caballos de diferentes 
razas. 
 
Para cumplir con el objetivo 3, que consistió en el estudio de la 
correlación entre los parámetros cinéticos y morfométricos del espermatozoide 
de caballos de diferentes razas, se emplearon los datos obtenidos en los 
Experimentos 1 y 2, los cuales fueron organizados en una única base de datos 
Excel para su posterior análisis estadístico, que se describe en el apartado 
(IV. f. Análisis estadístico). 
 
IV.f. Análisis estadístico 
IV.f.1. Variables Cinéticas 
 
El conjunto de variables expuestas en el (Experimento 1) fueron 
sometidas a un análisis estadístico discriminante según la metodología descrita 
previamente por Martínez-Pastor et al. (2005b). 
En primer lugar, mediante el procedimiento PRINCOMP, realizamos un 
Análisis de Componentes Principales (PCA) con el objetivo de reducir el 
número de variables, manteniendo la mayor cantidad de información de las 
variables originales. De entre las componentes principales obtenidas se 
eligieron aquellas que mostraban un valor Euclidiano (valor de la varianza 
extraída de cada una de las componentes principales) superior a uno (criterio 
de Kaiser). 
En segundo lugar, se realizo un análisis clúster no jerárquico (método 
FASTCLUS) de las componentes principales obtenidas. Este procedimiento 
efectúa un análisis de los grupos (clúster), basándose en la distancia de una o 
más variables cuantitativas, usando para ello la distancia Euclidiana (Modelo K-
means) para calcular el centro del clúster. Esto nos permite determinar el 
número de grupos iniciales para su posterior análisis jerárquico, facilitando la 
Material y Método 
75 
 
detección y posterior eliminación de datos anómalos (outliers) y simplificando 
además el siguiente análisis. 
Seguidamente se realizo un análisis jerárquico de los grupos obtenidos 
en el paso anterior, usando el método AVERAGE, para agrupar a los distintos 
grupos (método de conexión de medias) y determinar el número de grupos, 
según la evolución de los estadísticos pseudo-t², pseudo-F y criterio cúbico del 
clúster (CCC). Los resultados del análisis jerárquico se ilustraron mediante un 
Dendograma (Figura 4). 
Finalmente, una vez obtenidos los grupos, se utilizó un modelo lineal 
general (PROC GLM) para realizar el análisis de varianza (ANOVA) de los 
datos, seguido de un test múltiple a posteriori de Duncan para comparar 
aquellos resultados significativamente diferentes (P<0,05). Además se realizó 
un test de Chi-cuadrado (método FREQ) para el estudio de la distribución de 
las observaciones. 
 
IV.f.2. Variables Morfométricas 
 
Para tal fin, se realizo en primer lugar un Análisis Factorial 
(procedimiento FACTOR) para encontrar grupos homogéneos a partir de un 
conjunto de variables altamente correlacionadas. Posteriormente se realizo un 
análisis de componentes principales (procedimiento PRINCOMP) con el fin de 
reducir el número de variables. Seguidamente, se realizo una matriz de 
covarianzas (opción COV) de los datos obtenidos y una estandarización de las 
componentes principales (opción STD). Finalmente, para comprobar las 
clasificaciones obtenidas mediante este método estadístico, se utilizo el 
Análisis Multivariante de la Varianza. Tras obtener los diferentes grupos, se 
utilizo un Modelo Lineal General (PROC GLM) para realizar el análisis de 
varianza de los datos, seguido de un test Múltiple de Duncan a posteriori para 
comparar aquellos resultados significativamente diferentes (P<0,05). Además, 
se empleo el test de Chi-cuadrado (método FREQ) para el estudio de la 
distribución de las observaciones. 
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IV.f.3. Correlación entre las variables cinéticas y morfométricas del 
espermatozoide del caballo.  
 
El conjunto de variables expuestas en los apartados IV.e.1.1 y IV.e.1.2 
fue sometido a un análisis estadístico según la metodología descrita 
previamente por Gil et al. (2009). 
En primer lugar, con el objeto de poder trabajar con variables normales 
obtuvimos los valores medios de cada variable cinética por eyaculado (n = 40). 
Seguidamente, se utilizó el test de Kolmogorov-Smirnov para comprobar la 
distribución normal de las variables en estudio. Finalmente, empleamos el test 
de Pearson para determinar la existencia de correlaciones entre las variables 
cinéticas y morfométricas. De la misma manera, se repitió el análisis de 
correlación dentro de la raza. 
Además, se realizo el test de Regresión Lineal Múltiple con el fin de 
determinar cómo influyen las variables morfométricas sobre las componentes 
principales cinéticas (CPC1, CPC2 y CPC3). Asimismo, se utilizó el mismo test 
para determinar la influencia de las variables cinéticas sobre las componentes 
principales morfométricas (CPM1 y CPM2). Por último, usamos el test de 
Regresión Logística Multinominal para determinar si existe relación entre las 
variables morfométricas y/o cinéticas en función de las razas de las cuales 
proceden las muestras estudiadas. 
Todos los análisis fueron realizados mediante el paquete estadístico 
SAS v.9.0 (SAS Institute Inc., Cary, NC, USA). Los resultados se expresaron en 






























V.  RESULTADOS 
 
V.a. Resultados promedio del análisis de la calidad seminal realizado 
en eyaculados frescos de équidos. 
 
La Tabla 4 muestra los valores medios de los parámetros espermáticos 
evaluados en los caballos de las razas Pura Sangre Inglés (PSI), Anglo-Árabe 
(A-a), Pura Raza Árabe (PRA) y Pura Raza Español (PRE), utilizados para este 
estudio.  
Según nuestros resultados, observamos diferencias significativas 
(P<0,05) entre las razas estudiadas para varios de los parámetros seminales 
evaluados. Así, el volumen eyaculado de los caballos PRA fue 
significativamente (P<0,05) menor (45,88 ml) que el presentado por los 
caballos de otra raza. Del mismo modo, el número total de espermatozoides 
presentes en el eyaculado fue significativamente (P<0,05) mayor en caballos 
de raza A-a (16,58 x 109 espermatozoides/ml); si bien, no encontramos 
diferencias significativas (P>0,05) entre las razas estudiadas para la 
concentración. En el presente estudio, bajo nuestras condiciones de análisis, 
no observamos diferencias significativas (P>0,05) entre razas para los 
parámetros pH y movimiento total (MT). Sin embargo, los caballos de raza PRA 
presentaron valores significativamente (P<0,05) mayores (82,59%) de 







TABLA 4. PARÁMETROS ESPERMÁTICOS (MEDIA ± SEM) OBTENIDOS TRAS LA 
EVALUACIÓN DE LA CALIDAD SEMINAL DE 40 EYACULADOS DE 10 SEMENTALES 
FÉRTILES. 
Parámetros Raza Total 




45,88±9,38b 65,00±10,40a 79,75±5,20a 69,00±3,24a 65,74±3,52 
Concentración 
 (x106 spz/ml) 
 





















16,51±2,59b 39,07±4,35a 33,02±1,19a 28,02±3,11ab 29,60±2,50 
Anomalías de la 
cabeza (%) 
 
8,45±3,11a 9,67±1,50a 5,77±2,04a 9,25±3,27a 8,69±1,35 
Anomalías de la 
cola (%) 
 
2,82±0,85b 1,87±0,51b 3,52±0,81b 6,42±0,87a 3,96±0,59 
















17,55±13,37a 7,07±2,14a 7,42±4,82a 8,58±2,24a 8,90±1,88 
pH 
 
7,52±0,03a 7,68±0,04a 7,57±0,04a 7,58±0,03a 7,59±0,03 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; SEM= 
error estándar de la media.  





En cuanto a los resultados de morfología espermática, son las razas PSI 
y A-a las que mostraron mayores porcentajes (39,07% y 33,02%, 
respectivamente) de espermatozoides morfológicamente anormales (P<0,05), 
frente al 28,02% y al 16,51% registrados en el PRE y el PRA, respectivamente. 
El estudio detallado de las morfoanomalías mostró un incremento significativo 
(P<0,05) del porcentaje de espermatozoides con pieza intermedia anormal en 
las razas PSI (25,84%) y A-a (24,31%), mientras que el porcentaje de 
espermatozoides con colas anormales fue mayor en los caballos de raza PRE 
(6,42%), no observándose diferencias significativas (P>0,05) entre razas para 
la morfología de la cabeza. En relación a la integridad del acrosoma, 
únicamente observamos diferencias significativas (P<0,05) entre razas para el 
porcentaje de espermatozoides activados, cuyos porcentajes fueron menores 
en caballos de raza PRA (24,71%). 
 
V.b. Resultados del estudio de los parámetros cinéticos del 
espermatozoide equino: identificación de subpoblaciones cinéticas en 
el eyaculado fresco procedentes de caballos de diferentes razas  
 
V.b.1. Estudio de movilidad CASA  
 
Un total de 18.536 espermatozoides fueron analizados con el sistema 
SCA (5.010 procedentes de los sementales de raza PRA, 4.438 de los de raza 
PSI, 3.152 de los caballos A-a y 5.936 de los PRE), el cual nos proporcionó 
ocho variables cinéticas (VCL, VSL, VAP, LIN, STR, WOB, ALH y BCF). 
La Tabla 5 muestra los valores medios (± SEM) de los parámetros 
cinéticos obtenidos por el sistema CASA usado en nuestro estudio en los 40 
eyaculados estudiados. De forma similar a los parámetros de calidad seminal, 
diferencias estadísticamente significativas (P<0,001) fueron observadas entre 
las razas estudiadas para todas las variables cinéticas evaluadas. En este 
sentido, los sementales de la raza PRA presentaron valores significativamente 
(P<0,001) superiores para las tres velocidades espermáticas (VCL, VSL y VAP) 




caballos de raza PSI presentaron valores de ALH y BCF significativamente 
(P<0,001) superiores al resto de razas. Los espermatozoides de caballos de 
raza A-a mostraron valores significativamente (P<0.001) inferiores para los 
parámetros VSL, VAP, LIN y STR, mientras que los caballos PRE presentaron 
valores significativamente (P<0,001) menores para los parámetros VCL y ALH 
y un valor significativamente (P<0,001) superior de la variable WOB. 
 
TABLA 5. PARÁMETROS CINÉTICOS (MEDIA ± SEM) OBTENIDOS POR EL 
SISTEMA SPERM CLASS ANALYZER TRAS LA EVALUACIÓN OBJETIVA DE 40 




 PRA PSI A-a PRE 
N 18536 5010 4438 3152 5936 
(%) 100 27,03 23,94 17,00 32,02 
VCL (µm/s) 109,73±0,30 117,99±0,56a 112,28±0,66b 105,15±0,77c 103,02±0,47d 
VSL (µm/s) 62,97±0,24 73,83±0,47a 63,31±0,49b 50,10±0,55d 60,95±0,39c 
VAP (µm/s) 84,90±0,24 94,08±0,44a 81,28±0,50c 76,47±0,59d 84,83±0,41b 
LIN (%) 56,80±0,17 62,29±0,33a 54,67±0,32c 47,93±0,42d 59,18±0,31b 
STR (%) 72,04±0,16 75,90±0,29a 74,12±0,30b 64,15±0,41d 71,82±0,31c 
WOB (%) 76,59±0,11 79,72±0,21b 71,61±0,23c 71,97±0,27c 80,72±0,18a 
ALH (µm) 3,37±0,01  3,30±0,02c 3,79±0,03a 3,52±0,03b 2,99±0,02d 
BCF (Hz) 6,98±0,03 6,76±0,05c 7,38±0,05a 6,44±0,06d 7,18±0,05b 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; 
VCL=velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, LIN= 
linealidad; STR=, rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del desplazamiento lateral 
de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; SEM= error estándar de la media. 






V.b.2. Subpoblaciones espermáticas 
 
El PCA redujo el total de variables cinéticas originales a tres 
componentes principales cinéticos (CPC-1, CPC-2 y CPC-3), los cuales 
explicaron aproximadamente el 87% de la varianza acumulada (Tabla 6). CPC-
1 estuvo relacionado con la linealidad y la progresividad del movimiento 
espermático y explicó el 41% de la varianza total, CPC-2 estuvo relacionado 
con el vigor del movimiento espermático y explicó el 31% de la varianza total, 
mientras que CPC-3 se relacionó con la actividad flagelar y explicó el 15% de la 
varianza total (Tabla 6). 
 
TABLA 6. RESULTADO DEL ANÁLISIS DE COMPONENTES PRINCIPALES DE LOS 
PARÁMETROS CINÉTICOS OBTENIDOS MEDIANTE EL SISTEMA SPERM CLASS 
ANALYZER. 
 
CPC 1 CPC 2 CPC 3 
Distancia Euclidiana 3,31 2,50 1,23 
Varianza* 0,41 0,31 0,15 
Eigenvectors† 
   
VCL 0,28 0,95 -0,09 
VSL 0,93 0,28 0,09 
VAP 0,61 0,67 -0,38 
LIN 0,91 -0,36 0,15 
STR 0,76 -0,27 0,48 
WOB 0,70 -0,30 -0,52 
ALH -0,25 0,87 0,26 
BCF 0,15 0,17 0,68 
*Varianza explicada en función a los componentes principales. †Los eigenvectores son medidas de 
asociación entre los parámetros originales y los resultados de los componentes principales. 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; 
VCL=velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, LIN= 
linealidad; STR= rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del desplazamiento lateral de 





Los tres componentes principales cinéticos (CPC-1, CPC-2 y CPC-3) 
fueron sometidos a un análisis clúster no jerárquico, y los 15 grupos o clúster 
resultantes se agruparon en cuatro grupos después de aplicar el procedimiento 
jerárquico y del estudio de los estadísticos pseudo-t², pseudo-F y criterio cúbico 
del clúster (CCC). Los cuatro grupos surgen si la línea de corte se sitúa en 
cualquier lugar entre aproximadamente 0,91 y 0,98 a lo largo del eje horizontal 
del Dendograma (Figura 4). 
 
FIGURA 4. DENDOGRAMA DERIVADO DE LOS DATOS OBTENIDOS A PARTIR DE 
SEMEN FRESCO DE CABALLOS 
 
Los números de la izquierda representan el total de conglomerados (clúster) formados a partir de los 
datos individuales de los espermatozoides. A la derecha, se encuentra el valor del punto de corte que 






El Grupo 1 (Subpoblación 1), integrado por los clúster 1, 2 y 8, consta 
de 2.206 espermatozoides (12% del total de la población), el Grupo 2 
(Subpoblación 2), integrado por los clúster 4, 5, 6, 11 y 13, consta de 5.231 
espermatozoides (28% del total de la población), el Grupo 3 (Subpoblación 
3), integrado por los clúster 3, 9 y 14, consta de 4.047 espermatozoides (22% 
del total de la población) y el Grupo 4 (Subpoblación 4), integrado por los 
clúster 7, 10, 12 y 15, consta de 7.052 espermatozoides (38% del total de la 
población). 
Tras la aplicación del procedimiento FASTCLUS sobre los datos 
individuales de los 18.536 espermatozoides, identificamos la presencia de 
cuatro subpoblaciones espermáticas en el eyaculado de los caballos 
empleados en el presente estudio. Las características cinéticas de las 
subpoblaciones identificadas se muestran en la Tabla 7 y se definen a 
continuación: 
Subpoblación 1 (sP 1): la menor de las subpoblaciones (11,90%) 
incluyó espermatozoides moderadamente activos (valor elevado de VCL), pero 
poco progresivos (valor bajo de VSL, LIN y STR) y elevado de (VAP y WOB) 
Asimismo, el valor de BCF fue significativamente (P<0,001) menor, 
comparados con los obtenidos en el resto de poblaciones. 
Subpoblación 2 (sP 2): incluyó espermatozoides lentos (valores 
reducidos de VCL y VAP), cuyas trayectorias fueron no progresivas (valores 
mínimos de LIN, STR y WOB). Además son espermatozoides que recorren 
distancias cortas (valor mínimo de VSL). El total de espermatozoides móviles 
incluido en esta subpoblación fue 28,22%. 
Subpoblación 3 (sP 3): estuvo formada por espermatozoides 
cinéticamente muy activos (valores máximos de VCL y VSL), progresivos 
(valores elevados de LIN y STR) y con una gran actividad flagelar (valor 
máximo de BCF), Además, los valores medios de ALH fueron estadísticamente 
(P<0,001) superiores al resto de subpoblaciones (Tabla 7). El total de 
espermatozoides móviles incluido en esta subpoblación fue 21,83%. 
Subpoblación 4 (sP 4): incluyó espermatozoides cuyo movimiento se 




WOB máximos junto a una ALH mínima). El total de espermatozoides móviles 
incluido en esta subpoblación fue 38,04%. 
 
TABLA 7. PARÁMETROS CINÉTICOS (MEDIA ± SEM) QUE DEFINEN LAS 4 
SUBPOBLACIONES ESPERMÁTICAS IDENTIFICADAS EN EL EYACULADO DE 
CABALLO (N = 40). 
Parámetros  
cinéticos 
Subpoblaciones espermáticas (sP) 
1 2 3 4 
N 2206 5231 4047 7052 
(%) 11,90 28,22 21,83 38,04 
VCL (µm/s) 121,45±0,32b 103,42±0,51c 145,63±0,45a 97,66±0,33d 
VSL (µm/s) 59,26±0,54c 35,40±0,25d 86,23±0,36a 81,96±0,32b 
VAP (µm/s) 106,92±0,30a 72,29±0,64d 103,09±0,36b 88,75±0,32c 
LIN (%) 48,04±0,40c 35,31±0,21d 59,83±0,20b 82,91±0,13a 
STR (%) 54,48±0,44c 52,87±0,29d 83,90±0,19b 91,70±0,09a 
WOB (%) 88,16±0,13b 68,39±0,20d 71,13±0,15c 90,22±0,01a 
ALH (µm) 3,01±0,02c 3,81±1,29b 5,11±1,30a 2,22±0,08d 
BCF (Hz) 5,88±0,05d 7,27±0,04c 9,94±0,05a 7,89±0,03b 
VCL=velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, LIN= 
linealidad; STR=, rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del desplazamiento lateral 
de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; SEM= error estándar de la media. 








V.b.2.1. Influencia de la raza en las variables cinéticas que caracterizan las 
subpoblaciones espermáticas definidas. 
 
En la Tabla 8 se muestran los valores medios de las variables cinéticas 
que definen la Subpoblación sP 1 (espermatozoides moderadamente activos 
pero no progresivos) en cada una de las razas estudiadas. 
 
TABLA 8. PARÁMETROS CINÉTICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE LA 




PRA PSI A-a PRE 
n 691 258 355 902 
(%) 31,32b 11,70d 16,10c 40,88a 
VCL (µm/s) 123,91±0,51a 121,80±0,98b 115,01±0,71c 122,00±0,51ab 
VSL (µm/s) 65,34±0,87a 63,15±1,45a 44,86±1,35c 59,16±0,83b 
VAP (µm/s) 108,94±0,47a 105,09±0,81b 99,77±0,62c 108,72±0,51a 
LIN (%) 52,27±0,6a 51,24±1,04a 38,16±1,05c 47,75±0,61b 
STR (%) 59,35±0,72a 59,45±1,23a 43,89±1,20c 53,49±0,67b 
WOB (%) 88,06±0,21b 86,60±0,40c 86,96±0,33c 89,13±0,19a 
ALH (µm) 3,01±0,07cb 3,23±0,05a 3,11±0,04b 2,91±0,03c 
BCF (Hz) 6,47±0,08a 6,25±0,14a 5,46±0,11b 5,48±0,07b 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; 
VCL=velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, LIN= 
linealidad; STR=, rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del desplazamiento lateral 
de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; SEM= error estándar de la media. 






Diferencias estadísticamente significativas (P<0,05) fueron observadas 
entre las diferentes razas para todas las variables cinéticas de la Subpoblación 
sP 1. Todas las razas mostraron valores medios similar para todas las variables 
cinéticas de esta Subpoblación 1. Sin embargo, la raza A-a mostro valores 
medios de las variables de velocidad (VCL, VSL y VAP) y de calidad (LIN, STR 
y WOB) significativamente menores al resto de razas (P<0,01). En cuanto a la 
proporción de espermatozoides que cada raza aportó a esta subpoblación, 
observamos diferencias raciales significativas (P<0,05), siendo el PRE el que 
contribuyó con un mayor número de espermatozoides (40,9%), mientras que la 
raza PSI aportó el menor número de espermatozoides (11,7%). 
TABLA 9. PARÁMETROS CINÉTICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE LA 




PRA PSI A-a PRE 
n 1084 1305 1357 1485 
(%) 20,72d 24,95c 25,94b 28,39a 
VCL(µm/sec) 107,30±1,14a 97,87±0,96b 100,51±1,08b 108,12±0,89a 
VSL(µm/sec) 38,75±0,55a 35,26±0,50b 29,92±0,44c 38,11±0,47a 
VAP(µm/sec) 75,70±0,93b 63,66±0,80d 66,72±0,86c 82,48±0,85a 
LIN (%) 36,92±0,43a 36,55±0,40a 30,98±0,37b 37,00±0,42a 
STR (%) 53,86±0,58b 57,94±0,54a 49,19±0,57d 51,06±0,58c 
WOB (%) 69,64±0,40b 63,99±0,42c 64,98±0,36c 74,46±0,34a 
ALH (µm) 3,82±0,04b 3,77±0,03b 4,02±0,04a 3,65±0,03c 
BCF (Hz) 7,36±0,09a 7,58±0,08a 7,09±0,08b 7,10±0,08b 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; 
VCL=velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, LIN= 
linealidad; STR=, rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del desplazamiento lateral 
de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; SEM= error estándar de la media. 






En relación al estudio de los valores cinéticos medios de la Subpoblación 
2 (espermatozoides lentos pero no progresivos), según las razas en estudio 
(Tabla 9), se observaron diferencias estadísticamente significativas (P<0,05) 
para todas las variables evaluadas. Así, los caballos de raza A-a aportaron los 
espermatozoides más lentos y menos progresivo, como indican los valores 
mínimos de VSL, LIN y STR junto a valores máximos de ALH. Por otra parte, 
los sementales de raza PSI aportaron el menor número de espermatozoides a 
esta subpoblación (20,72%; P<0,01). 
 
TABLA 10. PARÁMETROS CINÉTICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE LA 




PRA PSI A-a PRE 
n 988 1556 487 1016 
(%) 24,41c 38,45a 12,03d 25,10b 
VCL (µm/s) 155,68±0,84a 152,08±0,59b 145,36±1,40c 126,09±0,86d 
VSL (µm/s) 91,42±0,74a 90,62±0,54a 81,21±1,09b 76,88±0,63c 
VAP (µm/s) 110,84±0,69a 106,87±0,47b 98,62±1,15c 91,90±0,74d 
LIN (%) 59,35±0,44b 60,02±0,32b 56,60±0,60c 61,53±0,35a 
STR (%) 82,50±0,39b 84,70±0,30a 82,95±0,58b 84,49±0,35a 
WOB (%) 71,66±0,34b 70,65±0,24c 68,12±0,49d 72,78±0,26a 
ALH (µm) 5,31±0,04a 5,42±0,03a 5,15±0,06b 4,45±0,04c 
BCF (Hz) 8,80±0,11c 9,81±0,78b 9,68±0,16b 11,37±0,11a 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; 
VCL=velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, LIN= 
linealidad; STR=, rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del desplazamiento lateral 
de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; SEM= error estándar de la media. 







Los valores cinéticos medios de la Subpoblación 3 (espermatozides muy 
activos y progresivos) se presentan en la Tabla 10. Diferencias raciales fueron 
observadas (P<0,05) para todas las variables cinéticas evaluadas. Así, se 
observó que el PRA mostro los valores máximos de VCL, VSL y VAP, mientras 
que los espermatozoides que presentan una mayor progresividad (valores 
máximos de LIN y STR) pertenecieron a la raza PRE. Diferencia significativas 
fueron observadas en la distribución de los espermatozoides entre razas para 
esta subpoblación, destacando la raza PSI con un 38,45%; P<0,01. 
 
La Subpoblación 4 (espermatozoides poco activos pero progresivos) 
mostro diferencias estadísticamente significativas (P<0,05) entre las razas 
estudiadas, para todas las variables cinéticas evaluadas (Tabla 11). Así, los 
caballos de raza A-a presentaron los espermatozoides menos activos, valores 
mínimos de mínimos de VCL, VSL, VAP, ALH y BCF, mientras que los 
espermatozoides del PRA mostraron los espermatozoides más veloces y 
progresivos (valores máximos de VCL, VSL, VAP, LIN, STR, WOB). La 
distribución de los espermatozoides en estas subpoblación mostro diferencias 
significativas (P<0,01) entre razas, siendo el PSI y A-a los que mostraron unos 
valores mínimos (18,7% y 13,51%, respectivamente), mientras que la raza que 













TABLA 11. PARÁMETROS CINÉTICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE LA 




PRA PSI A-a PRE 
n 2247 1319 953 2533 
(%) 31,86b 18,70c 13,51c 35,92a 
VCL (µm/s) 106,77±0,53a 95,95±0,79b 84,95±0,90c 95,26±0,52b 
VSL (µm/s) 92,36±0,54a 77,33±0,76c 70,53±0,87d 79,44±0,49b 
VAP (µm/s) 99,05±0,54a 84,16±0,75c 76,60±0,88d 86,59±0,51b 
LIN (%) 85,66±0,22a 79,32±0,32d 81,77±0,40c 82,77±0,21b 
STR (%) 92,77±0,15a 90,85±0,23b 91,15±0,27b 91,41±0,15b 
WOB (%) 92,16±0,15a 87,13±0,23d 89,46±0,29c 90,39±0,15b 
ALH (µm) 2,13±0,02c 2,52±0,02a 2,03±0,03d 2,21±0,02b 
BCF (Hz) 7,90±0,05b 8,10±0,07a 7,57±0,09c 7,91±0,05b 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; 
VCL=velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, LIN= 
linealidad; STR=, rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del desplazamiento lateral 
de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; SEM= error estándar de la media. 
Diferentes letras (a-d) para la misma fila indican diferencias estadísticamente significativas entre razas 
(P<0,05). 
 
Finalmente, el estudio de la distribución de las subpoblaciones cinéticas 
identificadas en cada raza (Tabla 12) mostró la existencia de diferencias 
estadísticamente significativas (P<0,001) para todas las razas estudiadas. 
Nuestros resultados mostraron que todas las razas presentaron una menor 
proporción de espermatozoides pertenencientes a la Subpoblación 1 
(moderadamente activos pero poco progresivos), con valores que oscilaron 




mayoritaria en el PRA (44,85%) y del PRE (42,67%) fue la sP 4 
(espermatozoides poco activos pero muy progresivos), mientras que para en 
los sementales de raza PSI fue la sP·3 (espermatozoides muy activos y 
progresivos, 35,06%) y la sP 2 (espermatozoides lentos y no progresivos, 
43,05%) para el A-a. 
 
TABLA 12. RELACIÓN DEL PORCENTAJE DE ESPERMATOZOIDES DE CADA RAZA 
SEGÚN LA SUBPOBLACIÓN  
Raza  
Subpoblación 
1 2 3 4 
PRA  13,79d 21,64b 19,72c 44,85a 
PSI 5,81c 29,41b 35,06a 29,72b 
A-a 11,26d 43,05a 15,45c 30,24b 
PRE 15,20d 25,01b 17,12c 42,67a 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español;  
Diferentes letras (a-d) en la misma fila indican diferencias estadísticamente significativas entre razas 









V.c. Resultados del estudio de los parámetros morfométricos del 
espermatozoide equino: identificación de subpoblaciones 
morfométricas en el eyaculado fresco procedentes de caballos de 
diferentes razas  
V.c.1. Estudio de morfometría CASMA 
 
Un total de 7.312 espermatozoides fueron analizados objetivamente con 
el módulo de morfometría del sistema SCA (1.671 procedían de los sementales 
de raza PRA, 1.645 de los PSI, 1.550 de los A-a y 2.446 de los PRE, el cual 
nos proporciono cuatro variables de tamaño de la cabeza del espermatozoide: 
Longitud (Long-c), Anchura (Anch-c), Área (Área-c), Perímetro (Peri-c); y 
cuatro variables de forma: Elipticidad (Elip), Rugosidad (Rug), Elongación 
(Elong) y Regularidad (Regu). 
La Tabla 13 muestra los parámetros morfométricos obtenidos por el 
sistema SCA para el espermatozoide de caballo. Nuestros resultados indicaron 
la existencia de diferencias significativas (P<0,001) entre las diferentes razas 
para todos los parámetros morfométricos evaluados. Así, los sementales de 
raza PRA mostraron valores significativamente (P<0,001) superiores para las 
variables Anch-c (2,90 µm), Área-c (14,05 µm2), Regu (0,94) y Rug (0,75); sin 
embargo, presentaron valores significativamente (P<0,001) menores para los 
parámetros Elip (2,00) y Elong (0,33).  
Por su parte, los sementales de raza PSI mostraron valores 
significativamente (P<0,001) superiores para las variables Elip (2,26) y Elong 
(0,38), pero significativamente (P<0,001) menores para las variables Anch-c 
(2,62 µm), Área-c (13,23 µm2), Regu (0,92) y Rug (0,70), respecto al resto de 
razas. En cambio, la raza A-a mostró valores significativamente (P<0,001) 
superiores de las variables Long-c (5,99 µm) y Peri-c (15,42 µm). Por último, 
los sementales de raza PRE mostraron valores intermedios para todas las 






TABLA 13. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) OBTENIDOS TRAS 






PRA PSI A-a PRE 
n 7312 1671 1645 1550 2446 
(%) 100 22,85 22,49 21,19 33,45 
Long-c (µm) 5,90±0,01 5,80±0,01c 5,92±0,01b 5,99±0,01a 5,90±0,01b 
Anch-c (µm) 2,76±0,00 2,90±0,00a 2,62±0,00d 2,68±0,00c 2,81±0,01b 
Area-c (µm²) 13,71±0,02 14,05±0,03a 13,23±0,03d 13,51±0,02c 13,93±0,02b 
Peri-c (µm) 15,33±0,02 15,26±0,02c 15,28±0,02c 15,42±0,02a 15,35±0,01b 
Elip  2,15±0,00 2,00±0,00d 2,26±0,00a 2,24±0,00b 2,11±0,00c 
Elong  0,36±0,00 0,33±0,00d 0,38±0,00a 0,38±0,00b 0,35±0,00c 
Regu  0,93±0,00 0,94±0,02a 0,92±0,02d 0,93±0,02c 0,93±0,02b 
Rug  0,73±0,00 0,75±0,00a 0,70±0,00d 0,71±0,00c 0,73±0,00b 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza Español; Long-
c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza; Peri-c= Perímetro 
de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza; Elong= Elongación de la 
cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM= error estándar de la media.  
Diferentes letras (a-d) en la misma fila indican diferencias estadísticamente significativas entre razas 
(P<0,05). 
 
V.c.2. Subpoblaciones morfométricas del eyaculado de caballo 
 
Tras el análisis de componentes principales los parámetros 
morfométricos originales fueron reducidos a dos componentes principales 
morfométricas (CPM-1 y CPM-2), las cuales explicaron el 98% de la varianza 
total (Tabla 14). La CPM-1, relacionada con los parámetros Anch-c y Área-c, 
explicó el 55% de la varianza total. Esta componente aportó información sobre 




parámetros Elip, Rug y Elong, mostró información de la forma de la cabeza del 
espermatozoide. Esta segunda componente principal explicó el 43% de la 
varianza total. 
 
TABLA 14. MATRIZ FACTORIAL DE LA CORRELACIÓN ENTRE LAS COMPONENTES 
PRINCIPALES (CPM-1 Y CPM-2) Y LAS VARIABLES MORFOMÉTRICAS ORIGINALES 
(LONGITUD, ANCHURA, ÁREA, PERÍMETRO, ELIPTICIDAD, RUGOSIDAD, 
ELONGACIÓN Y REGULARIDAD). 
 
Parámetros morfométricos 
Componentes principales  
CPM 1 CPM 2 
Longitud 0,5940 0,7976 
Anchura 0,9800 - 0,1762 
Área 0,9357 0,3476 
Perímetro 0,7714 0,6281 
Elipticidad - 0,4872 0,8666 
Rugosidad 0,4872 0,8666 
Elongación - 0,4345 0,8913 







CPM-1: Componente Principal Morfométrica 1, CPM-2: Componente Principal Morfométrica 2. 
 
En la Figura 5 se representa gráficamente las componentes principales 
estandarizadas para el total de la población espermática. La representación 
gráfica de CPM-1 (estándar) en el eje horizontal y CPM-2 (estándar) en el 




mediante el uso de la distancia existente al centro de coordenadas de ambas 
variables. Así, las subpoblaciones se identificaron en función del valor de la 
desviación típica de ambas componentes. Cuando el valor de la desviación 
típica de ambas componentes CPM-1 (estándar) y CPM-2 (estándar) fue 
inferior a ±1,5 los espermatozoides se clasificaron dentro de la Subpoblación 
M-1, con un nivel de confianza de 86%. Cuando el valor de la desviación típica 
de alguna de sus componentes principales fue superior a ±1,5 e inferior a ±2,0, 
entonces las subpoblaciones se clasificaron según el cuadrante al que 
pertenecían (Figura 5). Estos cuadrantes fueron elegidos por una cuestión 
geométrica, teniendo en cuenta la distancia euclidea con respecto a los ejes X 
e Y: 
• Primer cuadrante: formado entre los grados > 3150 y < 450 respecto al 
eje X e Y. 
• Segundo cuadrante: formado entre los grados > 450 y < 1350 respecto al 
eje X e Y 
• Tercer cuadrante: formado entre los grados > 1350 y < 2250 respecto al 
eje X e Y 
• Cuarto cuadrante: formado entre los grados > 2250 y < 3150 respecto al 
eje X e Y 
Así, según este principio, se determinaron 4 subpoblaciones más: 
Subpoblación M-2, Subpoblación M-3, Subpoblación M-4 y Subpoblación 
M-5, con un nivel de confianza de entre el 86% y el 95%. Finalmente, aquellos 
espermatozoides que mostraron un valor de la desviación típica de alguna o 
ambas componentes principales superior a ±2, se incluyeron en la 
Subpoblación M-6 (con un nivel de confianza superior al 95%). Además, 
según el cuadrante en el que se ubicaron, pudimos diferenciar 4 subgrupos 
dentro de esta subpoblación: Subgrupo 6-2 (Primer cuadrante), Subgrupo 6-3 
(Segundo cuadrante), Subgrupo 6-4 (Tercer cuadrante) y Subgrupo 6-5 
(Cuarto cuadrante). Una vez formada las distintas subpoblaciones se realizo un 
análisis multivariante de la varianza, mostrando que la clasificación realizada 





FIGURA 5. REPRESENTACIÓN GRAFICA DE LAS DISTINTAS SUBPOBLACIONES 
MORFOMÉTRICAS OBTENIDAS A PARTIR DE SEMEN FRESCO DE CABALLOS. 
 
Eje X = valor de la desviación típica CPM 1-estándar, Eje Y = valor la desviación típica de CPM 
2-estándar. 
Diferentes números (1-6) representan distintas subpoblaciones. 
La Subpoblación M-1, representada mediante círculos grises en la 
Figura 5, ocupa la zona central de la grafica debido a que el valor de ambas 
variables (desviación típica de CMP-1 y CMP-2 estandarizadas) es < ±1,5. 
Incluye aquellos espermatozoides con un tamaño y forma intermedia 
(estándar), siendo además la subpoblación más abundante con 5.730 


























































La Subpoblación M-2, representada mediante cuadrados de color azul 
en la Figura 5, engloba aquellos espermatozoides que se distribuyeron dentro 
del primer cuadrante. Incluye a un total de 245 espermatozoides (3,35% del 
total de la población), los cuales mostraron un valor de CPM-1 (estándar) > 1,5 
y < 2 y un valor de CPM-2 (estándar) < ±2. Estos espermatozoides se definen 
como espermatozoides con tamaño grande y forma normal. 
La Subpoblación M-3, representada mediante cuadrados de color verde 
en la Figura 5, ocupó el tercer cuadrante. Incluyó un total de 266 
espermatozoides (3,64% del total de la población) y se caracterizó por tener un 
valor de CPM-1 (estándar) > -2 y < -1,5 y un valor de CPM-2 (estándar) < ±2. 
Se define, por tanto, como espermatozoides de pequeño tamaño y forma 
normal. 
La Subpoblación M-4, representada mediante cuadrados de color 
morado en la Figura 5, ocupó el segundo cuadrante. Integrada por 276 
espermatozoides (3,77% del total de la población), se caracterizó por presentar 
valores de CPM-2 (estándar) > 1,5 y < 2 y de CPM-1 (estándar) < ±2. Así, se 
definió como espermatozoides de tamaño normal y forma alargada. 
La Subpoblación M-5, representada mediante cuadrados de color rojo 
en la Figura 5, ocupó el cuarto cuadrante. Integrada por 213 espermatozoides 
(2,91% del total de la población), se caracterizó por presentar valores de CPM-
2 (estándar) > -2 y < -1,5 y de CPM-1 (estándar) < ±2. Los espermatozoides 
englobados en esta subpoblación se definen como espermatozoides de tamaño 
normal y forma globosa. 
La Subpoblación M-6, representada mediante triángulos de distintos 
colores según el cuadrante al que pertenezcan, incluyó espermatozoides con 
alguna de las componentes estandarizadas (CPM-1 o CPM-2) con valores 
superiores a ±2. Por lo tanto, se consideró que está integrada por 
espermatozoides con tamaño o forma que se salen de los límites de la varianza 
donde se incluyen los espermatozoides considerados como normales. La 
componen un total de 582 espermatozoides (7,96% del total de la población). 




El Subgrupo 6-2 representado mediante triángulos de color azul en la 
Figura 5, incluye aquellos espermatozoides que se distribuyen dentro del 
primer cuadrante (88 espermatozoides, 1,20% del total de la población). 
Destaca por poseer un valor positivo muy elevado de CPM-1 (estándar) y un 
valor positivo o negativo de medio ha elevado de CPM-2 (estándar). Se trata de 
espermatozoides con tamaño excesivamente grande y forma más o menos 
normal. 
El Subgrupo 6-3, representado mediante triángulos de color verde en la 
Figura 5, ocupa el tercer cuadrante. Integrado por 210 espermatozoides (2,87% 
del total de la población), se caracteriza por presentar un valor negativo muy 
alto de CPM-1 (estándar) y un valor positivo o negativo de medio a elevado de 
CPM-2 (estándar). Se compone, por tanto, de espermatozoides con un tamaño 
excesivamente pequeño y forma más o menos normal. 
El Subgrupo 6-4, representado mediante triángulos de color morado en 
la Figura 5, ocupó el segundo cuadrante. Integrado por 108 espermatozoides 
(1,48% del total de la población), se caracterizó por poseer un valor positivo o 
negativo de medio a elevado de CPM-1 (estándar) y un valor positivo muy 
elevado de CPM-2 (estándar), por lo que definieron como espermatozoides de 
tamaño más o menos normal y forma excesivamente alargada. 
Finalmente, el Subgrupo 6-5, representado mediante triángulos de color 
rojo en la Figura 5, ocupó el cuarto cuadrante. Está integrado por 176 
espermatozoides (2,41% del total de la población) y se caracteriza por tener un 
valor positivo o negativo de medio a alto de CPM-1 (estándar) y un valor 
negativo muy elevado de CPM-2 (estándar), por lo que estamos ante 
espermatozoides de tamaño más o menos normal y forma excesivamente 
globosa. 
Los parámetros morfométricos descriptores de las cinco subpoblaciones 
consideradas como normales (M-1, M-2, M-3, M-4 y M-5) mostraron diferencias 
significativas (P<0,001) para todas las variables morfométricas estudiadas 
(Tabla 15). La Subpoblación M-1 (estándar) mostró valores intermedios para 
todas las variables estudiadas. En cambio, la Subpoblación M-2 (grande) 
presentó valores significativamente (P<0,05) mayores para las variables de 




Subpoblación M-3 (pequeña) mostró valores significativamente (P<0,05) 
menores para las variables de tamaño (Anch-c, Área-c y Peri-c) y la de forma 
Regu. En cuanto a la Subpoblación M-4 (alargada), ésta presentó valores 
significativamente (P<0,05) superiores para las variables de tamaño Long-c, 
Peri-c y para las variables de forma Elip y Elong, junto a valores mínimos 
(P<0,05) de Rug. Al contrario, la Subpoblación M-5 (globosa) mostró valores 
significativamente (P<0,05) menores para las variables de forma Elip y Elong. 
TABLA 15. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) QUE DEFINEN LAS 
5 SUBPOBLACIONES ESPERMÁTICAS CONSIDERADAS COMO NORMALES (M-1, 














n 5730 245 266 276 213 
(%) 78,36 3,35 3,64 3,77 2,91 
Long-c (µm) 5,93±0,00c 6,15±0,02b 5,49±0,02d 6,51±0,01a 5,45±0,02d 
Anch-c (µm) 2,77±0,00c 3,21±0,01a 2,36±0,00e 2,62±0,01d 2,95±0,01b 
Área-c (µm²) 13,83±0,02c 16,18±0,05a 11,07±0,03e 14,40±0,08b 13,46±0,09d 
Peri-c (µm) 15,41±0,01b 16,28±0,04a 14,05±0,04d 16,36±0,04a 14,67±0,05c 
Elip  2,14±0,00c 1,92±0,01d 2,33±0,01b 2,48±0,01a 1,85±0,00e 
Elong  0,36±0,00c 0,31±0,00d 0,40±0,00b 0,43±0,00a 0,30±0,00e 
Regu  0,93±0,00c 0,96±0,00a 0,92±0,00e 0,93±0,00d 0,94±0,00b 
Rug  0,73±0,00c 0,77±0,00b 0,70±0,00d 0,67±0,00e 0,78±0,00a 
Long-c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza. Peri-c= 
Perímetro de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza; Elong= 
Elongación de la cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM = error estándar de la media. 






La Tabla 16 muestra los valores medios (± SEM) de las variables 
morfométricas descriptoras de los subgrupos integrados en la Subpoblación 
M-6 (no considerados normales).  
 
TABLA 16. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) QUE DEFINEN LOS 














n 88 210 108 176 
(%) 1,20 2,87 1,48 2,41 
Long-c (µm) 6,09±0,03b 5,20±0,06c 6,62±0,03a 5,09±0,05d 
Anch-c (µm) 3,39±0,01a 2,15±0,02d 2,48±0,02c 2,95±0,03b 
Area-c (µm²) 16,81±0,11a 9,77±0,13d 13,89±0,15b 12,70±0,21c 
Peri-c (µm) 16,38±0,06a 13,22±0,13c 16,47±0,09a 13,98±0,13b 
Elip  1,80±0,01c 2,42±0,02b 2,67±0,01a 1,73±0,01d 
Elong  0,28±0,00c 0,41±0,00b 0,45±0,00a 0,26±0,00d 
Regu  0,96±0,00a 0,91±0,00d 0,93±0,00c 0,94±0,00b 
Rug  0,79±0,00b 0,70±0,00c 0,64±0,00d 0,80±0,00a 
Long-c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza; Peri-c= 
Perímetro de la cabeza; Elip= Elipse de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza; Elong= Elongación de 
la cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM= error estándar de la media; E-Grande= 
excesivamente Grande; E-Pequeña= excesivamente pequeña; E-Alargada= excesivamente Alargada; E-
Globosa= excesivamente Globosa 







Diferencias significativas (P<0,001) fueron igualmente observadas entre 
los subgrupos descritos para todas las variables morfométricas estudiadas. El 
Subgrupo M-6.2 (excesivamente grande) presentó valores significativamente 
(P<0,05) mayores para las variables de tamaño (Anch-c, Área-c y Peri-c) y la 
variable de forma Regu, mientras que el Subgrupo M-6.3 (excesivamente 
pequeño) mostró valores significativamente (P<0,05) menores para las 
variables de tamaño (Anch-c, Área-c y Peri-c) y la de forma Regu. El Subgrupo 
M-6.4 (excesivamente alargado) presentó valores significativamente (P<0,05) 
superiores para las variables de tamaño Long-c, Peri-c y las de forma Elip y 
Elong, junto a valores mínimos (P<0,05) de Rug. Al contrario, el Subgrupo M-
6.5 (excesivamente globoso) mostró valores significativamente (P<0,05) 
menores para las variables Long-c, Elip y Elong, además de un valor 
significativamente (P<0,05) superior de Rug. 
 
V.c.2.1. Influencia de la raza en las variables morfométricas que caracterizan 
las subpoblaciones espermáticas  
 
Los valores medios (± SEM) de la Subpoblación M-1 para cada raza son 
mostrados en la Tabla 17. Diferencias raciales (P<0,05) fueron observadas 
para todas las variables morfométricas de la Subpoblación M-1. Así, los 
caballos de raza PRA presentaron en sus eyaculados aquellos 
espermatozoides con cabezas más globosas (valores superiores de Anch-c y 
Área-c junto a valores reducidos de Long-c, Peri-c, Elip y Elong), justo lo 
contrario a los espermatozoides pertenecientes a la raza A-a, quienes 
mostraron las cabezas más alargadas (valores elevados de Long-c y Peri-c 
junto a valores reducidos de Anch-c y Área-c). En cambio, los espermatozoides 
pertenecientes a la raza PSI tuvieron cabezas más estrechas y elongadas 
(valores mínimos de Anch-c y máximos de Elip y Elong) en comparación al 
resto de razas. En cambio, el PRE presentó cabezas de tamaño grande 
(valores máximos de Área-c y Peri-c y elevados de long-c y Anch-c) con forma 




elevado de Regu y Rug). Diferencias significativas (P<0,05) fueron encontradas 
para la distribución de los espermatozoides dentro de esta subpoblación, según 
la raza. Así, las proporciones oscilaron entre el 22,1% de la raza A-a y el 30% 
del PRE. 
 
TABLA 17. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE 




PRA PSI A-a PRE 
n 1438 1304 1267 1721 
(%) 25,09b 22,76c 22,11c 30,03a 
Long-c (µm) 5,83±0,01c 5,95±0,01b 5,99±0,01a 5,96±0,01b 
Anch-c (µm) 2,88±0,00a 2,67±0,00d 2,73±0,00c 2,80±0,00b 
Area-c (µm) 14,02±0,03a 13,48±0,03c 13,72±0,03b 14,01±0,03a 
Peri-c (µm) 15,29±0,01c 15,39±0,02b 15,48±0,02a 15,47±0,02a 
Elip  2,03±0,00d 2,23±0,00a 2,20±0,00b 2,14±0,00c 
Elong  0,34±0,00d 0,38±0,00a 0,37±0,00b 0,36±0,00c 
Regu  0,94±0,00a 0,93±0,00c 0,94±0,00b 0,94±0,00b 
Rug  0,75±0,00a 0,71±0,00d 0,72±0,00c 0,73±0,00b 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza 
Español; Long-c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la 
cabeza; Peri-c= Perímetro de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Rug= Rugosidad de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM= error 
estándar de la media. 







En cuanto a los resultados obtenidos para las variables morfométricas 
descriptoras de la Subpoblación M-2 (grande), se obtuvieron diferencias 
estadísticamente significativas (P<0,05) para todas las variables morfométricas 
evaluadas. 
 
TABLA 18. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE 




PRA PSI A-a PRE 
n 67 12 6 160 
(%) 27,35b 4,89c 2,44c 65,30a 
Long-c (µm) 6,07±0,03b 6,49±0,01a 6,30±0,15ab 6,16±0,02b 
Anch-c (µm) 3,20±0,01a 3,12±0,03b 3,12±0,05b 3,22±0,00a 
Area-c (µm) 16,07±0,01b 16,87±0,13a 16,32±0,28ab 16,17±0,07b 
Peri-c (µm) 16,20±0,07c 17,02±0,13a 16,64±0,26ab 16,25±0,05bc 
Elip  1,90±0,01b 2,08±0,05a 2,02±0,07a 1,91±0,01b 
Elong  0,31±0,00b 0,35±0,01a 0,34±0,01a 0,31±0,00b 
Regu  0,95±0,00ab 0,94±0,00b 0,94±0,01b 0,96±0,00a 
Rug  0,77±0,00a 0,73±0,01b 0,74±0,01b 0,77±0,00a 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza 
Español; Long-c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la 
cabeza; Peri-c= Perímetro de la cabeza; Elip= Elipse de la cabeza; Rug= Rugosidad de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM= error 
estándar de la media. 
Diferentes letras (a-d) en la misma fila indican diferencias estadísticamente significativas entre 
razas (P<0,05). 
 
La Tabla 18 muestra los valores medios (± SEM) de esta subpoblación. 




anchas y más regulares (valor máximo de Anch-c, Regu y Rug), aunque menos 
elíptico (valores bajos de Elip y Elong) (P<0,01). En cambio, las razas PSI y A-a 
mostraron los espermatozoides de mayor tamaño, como indica los valores 
máximos de Long-c, Área-c y Peri-c, con forma más alargada (valor máximo de 
Elip y Elong). Al igual que en la subpoblación anterior se observaron diferencias 
significativas para la distribución de los espermatozoides para todas las razas 
estudiadas (P<0,05). En esta ocasión las proporciones oscilaron entre el 2,4% 
del A-a y el 65,3% del PRE. 
 
Las variables descriptoras de la Subpoblación M-3 (pequeña) se 
muestran en la Tabla 19. De manera similar a las subpoblaciones anteriores, se 
observaron diferencias raciales significativas (P<0,05) para todas las variables 
morfométricas evaluadas. Así, destacamos que los espermatozoides 
pertenecientes a la raza PRA presentan un tamaño de cabeza menor (valores 
mínimos de Long-c y Área-c) y una forma menos elíptica y elongada (valor 
mínimo de Elip y Elong) que el resto de razas. En cambio, los espermatozoides 
pertenecientes a las razas PSI y A-a presentan un tamaño y forma muy 
similares entre ellos, con valores elevados de las variables de tamaño (Long-c, 
Área-c y Peri-c) y de forma (Elip y Elong). En cuanto a los espermatozoides de 
la raza PRE, éstos presentaron valores intermedios para todas las variables, 
salvo para las variables Anch-c, Regu y Rug que fueron elevados. La 
distribución de los espermatozoides de las distintas razas equinas para esta 
subpoblación mostraron diferencias significativas (P<0,05), aportando una 
menor porporción de espermatozoides la raza PRA (3,76%), mientras que la 










TABLA 19. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE 




PRA PSI A-a PRE 
n 10 99 62 95 
(%) 3,76d 37,21a 23,30c 35,71b 
Long-c (µm) 5,22±0,09c 5,54±0,02a 5,66±0,03a 5,37±0,03b 
Anch-c (µm) 2,42±0,03a 2,34±0,00b 2,34±0,01b 2,39±0,01a 
Area-c (µm) 10,74±0,08c 11,15±0,05ab 11,33±0,07a 10,87±0,05bc 
Peri-c (µm) 13,54±0,12b 14,17±0,05a 14,40±0,07a 13,75±0,06b 
Elip  2,16±0,06c 2,37±0,02a 2,41±0,02a 2,25±0,02b 
Elong  0,36±0,01c 0,40±0,00a 0,41±0,00a 0,38±0,00b 
Regu  0,92±0,01ab 0,91±0,00b 0,92±0,00ab 0,93±0,00a 
Rug  0,74±0,01a 0,70±0,00b 0,69±0,00b 0,72±0,00a 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza 
Español; Long-c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la 
cabeza; Peri-c= Perímetro de la cabeza; Elip= Elipse de la cabeza; Rug= Rugosidad de la 
cabeza; Elong=Elongación de la cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM= error 
estándar de la media. 
Diferentes letras (a-d) en la misma fila indican diferencias estadísticamente significativas entre 
razas (P<0,05). 
Como en las subpoblaciones anteriores, las variables morfométricas 
descriptoras de la Subpoblación M-4 (alargadas) mostraron diferencias 
significativas (P<0,05) para la mayoría de las variables morfométricas 
evaluadas para esta subpoblación. La Tabla 20 muestra los valores medios (± 
SEM) de las diferentes variables morfométricas, según la raza estudiada. Los 
valores de estas variables fueron bastante homogéneos entre las diferentes 
razas; no obstante, podemos destacar que los espermatozoides procedentes 
de la raza A-a presentaron las cabezas más reducidas (valores mínimos de 




de raza PRA presentaron valores mínimos de Elipticidad y Elongación. A 
diferencia de las subpoblaciones anteriores, tres de las cuatro razas (PSI, A-a y 
PRE) mostraron una distribución muy similar, con un valor en torno al 30%, en 
cambio el PRA mostro un valor muy reducido (1,45%). 
 
TABLA 20. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE 




PRA PSI A-a PRE 
n 4 92 87 93 
(%) 1,45b 33,33a 31,52a 33,69a 
Long-c (µm) 6,59±0,14a 6,46±0,03a 6,47±0,02a 6,60±0,02a 
Anch-c (µm) 2,72±0,08a 2,59±0,02ab 2,58±0,02b 2,69±0,02ab 
Area-c (µm) 15,13±0,54a 14,20±0,14ab 14,02±0,12b 14,93±0,15ab 
Peri-c (µm) 16,77±0,27a 16,29±0,07ab 16,22±0,06b 16,54±0,07ab 
Elip  2,41±0,03b 2,50±0,01a 2,51±0,01a 2,46±0,01ab 
Elong  0,41±0,00b 0,43±0,00a 0,43±0,00a 0,42±0,00ab 
Regu  0,93±0,01a 0,93±0,00a 0,94±0,00a 0,93±0,00a 
Rug  0,67±0,00ab 0,67±0,00b 0,66±0,00b 0,68±0,00a 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza 
Español; Long-c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la 
cabeza; Peri-c= Perímetro de la cabeza; Elip= Elipse de la cabeza; Rug= Rugosidad de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM= error 
estándar de la media. 






La Tabla 21 muestra los valores medios (± SEM) de las variables 
morfométricas descriptoras de la Subpoblación M-5 (globosa), según la raza 
estudiada.  
 
TABLA 21. PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS (MEDIA ± SEM) DESCRIPTORES DE 




PRA PSI A-a PRE 
n 95 7 18 93 
(%) 44,60a 3,29d 8,45c 43,66b 
Long-c (µm) 5,46±0,02a 5,17±0,05b 5,35±0,05a 5,48±0,03a 
Anch-c (µm) 2,97±0,02a, 2,74±0,07b 2,91±0,04a 2,97±0,02a 
Area-c (µm) 13,55±0.12a 11,87±0,30b 12,99±0,27a 13,58±0,15a 
Peri-c (µm) 14,71±0,06a 13,91±0,16b 14,44±0,14a 14,72±0,08a 
Elip  1,84±0,00b 1,88±0,03a 1,84±0,01b 1,85±0,01b 
Elong  0,29±0,00b 0,31±0,00a 0,30±0,00b 0,30±0,00b 
Regu  0,94±0,00a 0,94±0,01a 0,94±0,00a 0,94±0,00a 
Rug  0,78±0,00a 0,77±0,00b 0,78±0,00a 0,78±0,00a 
PRA= Pura Raza Árabe; PSI= Pura Sangre Ingles; A-a= Anglo-Árabe; PRE= Pura Raza 
Español; Long-c= Longitud de la cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la 
cabeza; Peri-c= Perímetro de la cabeza; Elip= Elipse de la cabeza; Rug= Rugosidad de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Regu= Regularidad de la cabeza; SEM= error 
estándar de la media. 
Diferentes letras (a-d) en la misma fila indican diferencias estadísticamente significativas entre 
razas (P<0,05). 
 
No existieron diferencias significativas (P>0,05) entre razas para los 




sementales de raza PSI, los cuales mostraron un menor tamaño (valores 
mínimos de Long-c, Anch-c, Área-c y Peri-c) y formas más elongadas y 
elípticas, en comparación con el resto de razas. En cambio, observamos 
diferencias significativas (P>0,05) para la distribución de los espermatozoides 
para las diferentes razas, destacando que la mayor proporción de  
espermatozoides fue aportada por la raza PRA (44,60%), mientras que la 
menor aportación fue la del PSI (3,29%). 
 
TABLA 22. DISTRIBUCIÓN DE LAS SUBPOBLACIONES MORFOMÉTRICAS (M-1, M-
2, M-3, M-4, M-5 Y M-6), IDENTIFICADAS EN EYACULADOS FRESCOS DE 
CABALLO, DENTRO DE CADA RAZA ESTUDIADA 
 












M-6           
(no-normales) 
PRA  86,1a 4,0c 0,6d 0,2d 5,7b 3,4c 
PSI 79,3a 0,7d 5,9c 5,6c 0,4d 8, 1b 
A-a 81,7a 0,4d 4,0c 5,6b 1,2d 7,1b 
PRE 70,4a 6,5c 4,0d 3,8d 3,8d 11,5b 
PRA= Pura Raza Árabe, PSI= Pura Sangre Ingles, A-a= Anglo-Árabe, PRE= Pura Raza 
Español. Diferentes letras (a-d) para la misma fila, indican diferencias estadísticamente 
significativas entre subpoblaciones dentro de cada raza (P<0,05; test Chi- cuadrado). 
La Tabla 22 muestra la distribución de las subpoblaciones morfométricas 
identificadas en eyaculados frescos de caballo para cada una de las razas 
estudiadas.  
Diferencias significativas (P<0,05) fueron observadas para la distribución 
de las diferentes subpoblaciones morfométricas en las diferentes razas 
estudiadas (Tabla 22). Para todas las razas, la subpoblación más abundante 




PRA y el 70,4% para el PRE, siendo la subpoblación M-6 (no normales) la 
segunda más abundante en tres de las cuatro razas, y cuyo valor oscilo entre el 
3,4% del PRA y el 11,5% del PRE. Las subpoblaciones menos representativas 
fueron la M-3 (pequeña) y la M-4 (alargada), con un 0,6% y 0,2% para el PRA 
respectivamente, la M-2 (grande) ,con un 0,7% y 0,4% para el PSI y el A-a 
respectivamente, y la M-5 (globosa) con un y 0,4%, 1,2% para estas mismas 
dos razas.Por otra parte, los sementales de la raza PRE mostraron una mayor 
uniformidad entre la distribución de las subpoblaciones, no observándose 
diferencias significativas (P>0,05) para las subpoblaciones M-3 (pequeñas), M-
4 (alargada) y M-5 (globosas). 
 
 
V.d. Correlación entre las variables cinéticas y morfométricas del 
espermatozoide del caballo. 
 
Del total de muestras analizadas (n = 40), se agruparon las variables 
morfométricas y cinéticas para su posterior estudio estadístico para cuantificar 
la correlación entre ellas. 
La Tabla 23 muestra las correlaciones estimadas entre los parámetros 
cinéticos y morfométricos obtenidos por el sistema SCA usado en nuestro 
estudio. VCL mostró una correlación positiva con Long-c (r = 0,484; P<0,01), 
Área-c (r = 0,472; P<0,01) y Peri-c (r = 0,537; P<0,001). Asimismo, ALH mostró 
una correlación positiva con Long-c (r = 0,67; P<0,05), Área-c (r = 0,430; 
P<0,01) y Peri-c (r = 0,517; P<0,001). Por el contrario, LIN mostro una 
correlación negativa con Long-c y Peri-c (r = -0,552; P<0,001 y r = -0,552 
P<0,001, respectivamente). De forma similar, STR mostró una correlación 
negativa con las variables Long-c y Peri-c (r = -0,473; P<0,01, y r = -0,424; 
P<0,01, respectivamente), mientras que WOB lo hizo con Long-c (r = -0,379; 





TABLA 23. CORRELACIÓN DE PEARSON ENTRE LAS PARÁMETROS 
MORFOMÉTRICOS Y CINÉTICOS DEL ESPERMATOZOIDE DE CABALLO. 









































































































































VCL= velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, 
LIN= linealidad; STR= rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del 
desplazamiento lateral de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; Long-c= Longitud de la 
cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza; Peri-c= Perímetro de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Regu= Regularidad 
de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza. 








TABLA 24. CORRELACIÓN DE PEARSON ENTRE LAS VARIABLES 
MORFOMÉTRICAS Y CINÉTICAS DEL ESPERMATOZOIDE DE CABALLO DE RAZA 
PRA.  









































































































































VCL= velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, 
LIN= linealidad; STR= rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del 
desplazamiento lateral de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; Long-c= Longitud de la 
cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza; Peri-c= Perímetro de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Regu= Regularidad 
de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza. 
Diferencias significativas si *=P<0.05, ** =P<0,01, ***=P<0.001; (NS): no significativo. 
En cuanto al estudio de la existencia de correlación entre los parámetros 
cinéticos y morfométricos para el PRA (Tabla 24), nuestros resultados 
mostraron una correlación entre la variable cinética LIN y la morfométrica Rug 
(r = 0,793; P<0,05), mientras que STR mostró una correlación negativa con 
Elong y Elip (r = -0,860; P<0,01, r = -0,863; P<0,01, respectivamente) y positiva 




positiva con Elong y Elip (r = 0,758; P<0,05, y r = 0,763; P<0,05, 
respectivamente) y negativa con Rug (r = -0,834; P<0,01). En cambio, BCF 
mostró una correlación positiva (P<0,05) con todas las variables morfométricas 
de tamaño Long-c (r = 0,722), Anch-c (r = 0,723), Área-c (r = 0,810) y Peri-c (r 
= 0,790). 
 
TABLA 25. CORRELACIÓN DE PEARSON ENTRE LAS VARIABLES 
MORFOMÉTRICAS Y CINÉTICAS DEL ESPERMATOZOIDE DE CABALLO DE RAZA 
PSI  









































































































































VCL= velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, 
LIN= linealidad; STR= rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del 
desplazamiento lateral de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; Long-c= Longitud de la 
cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza; Peri-c= Perímetro de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Regu= Regularidad 
de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza. 




La Tabla 25 representa la correlación existente entre las variables 
cinéticas y morfométricas del caballo PSI. Así, VCL y ALH mostraron una 
correlación positiva con Regu (r= 0,781; P<0,05, y r = 0,756; P<0,05, 
respectivamente), mientras que LIN mostró una correlación negativa con Área-
c (r = 0,719; P<0,05). 
 
TABLA 26. CORRELACIÓN DE PEARSON ENTRE LAS VARIABLES 
MORFOMÉTRICAS Y CINÉTICAS DEL ESPERMATOZOIDE DE CABALLO DE RAZA A-
A.  









































































































































VCL= velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, 
LIN= linealidad; STR= rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del 
desplazamiento lateral de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; Long-c= Longitud de la 
cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza; Peri-c= Perímetro de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Regu= Regularidad 
de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza. 




Las variables cinéticas y morfométricas estudiadas en el A-a mostraron 
una alta correlación entre ellas (Tabla 26), destacando en este caso la falta de 
correlación (P>0.05) entre las variables morfométricas Long-c y Peri-c y las 
diferentes variables cinéticas. De forma similar, las variables cinéticas VAP y 
WOB no fueron correlacionadas con ninguna de las variables morfométricas. 
TABLA 27. CORRELACIÓN DE PEARSON ENTRE LAS VARIABLES 
MORFOMÉTRICAS Y CINÉTICAS DEL ESPERMATOZOIDE DE CABALLO DE RAZA 
PRE.  
Parámetros VCL VSL VAP LIN STR WOB ALH BCF 




































































































































VCL= velocidad curvilínea; VSL= velocidad rectilínea; VAP= velocidad de la trayectoria media, 
LIN= linealidad; STR= rectitud; WOB= índice de oscilación; ALH= amplitud media del 
desplazamiento lateral de la cabeza; BCF= frecuencia de batido; Long-c= Longitud de la 
cabeza; Anch-c= Anchura de la cabeza; Área-c= Área de la cabeza; Peri-c= Perímetro de la 
cabeza; Elong= Elongación de la cabeza; Elip= Elipticidad de la cabeza; Regu= Regularidad 
de la cabeza; Rug= Rugosidad de la cabeza. 




Al igual que lo observado en el caballo de raza A-a, los espermatozoides 
pertenecientes a la raza PRE mostraron una elevada correlación (P<0.05) entre 
todas las variables morfométricas y cinéticas, salvo para la variables VSL y Reg 
(Tabla 27). 
 
Con el fin de determinar si alguna variable morfométrica es predictora o 
infiere sobre los valores de las componentes principales de movimiento (CPC 
1, CPC 2 y CPC 3) realizamos un test de Regresión Lineal Múltiple (Tabla 
28). Este test mostró la existencia de dos modelos de regresión: 1) el Modelo 1, 
en el cual el parámetro morfométrico longitud de la cabeza infirió sobre la CPC 
1 con un coeficiente de variación (R2 ajustada) de 1,7%, y 2) un Modelo 2, en el 
que el parámetro morfométrico Perímetro de la cabeza infirió sobre la CPC 2 
(R2 ajustada = 33,9%), no existiendo ningún modelo para el CPC 3. 
 
TABLA 28. MODELO DE REGRESIÓN LINEAL MÚLTIPLE DE LOS COMPONENTES 
PRINCIPALES DE LAS VARIABLES CINÉTICAS (CPC 1, CPC 2 Y CPC 3) EN 
FUNCIÓN A LOS PARÁMETROS MORFOMÉTRICOS  
Modelos Y X m ß 
1 CPC 1 Longitud Cabeza -1,255 -0,361 
  Constante 7,464  
  R² Ajustada=0,017   
  P<0,002   
2 CPC 2 Perímetro cabeza 0,973 0,597 
  Constante -15,094  
  R² ajustada=0,339   
  P<0,001   
NO MODELO CPC 3    
m: coeficiente no estandarizado; ß: coeficiente estandarizado.  
 
Por otra parte, el test de Regresión Lineal Múltiple realizado sobre los 
Componentes Principales Morfométricos (CPM 1 y CPM 2), mostró la 




parámetro cinético Linealidad posee un coeficiente de variación (R2 ajustada) 
del 9,2 %. 
 
TABLA 29. MODELO DE REGRESIÓN LINEAL MÚLTIPLE DE LOS COMPONENTES 
PRINCIPALES MORFOMÉTRICOS (CPM 1 Y CPM 2) EN FUNCIÓN A LOS 
PARÁMETROS CINÉTICOS. 
Modelos Y X m ß 
NO MODELO CPM 1    
     
2 CPM 2 linealidad -1,568 -0,340 
  Constante 0,995  
  R² ajustada=0,092   
  P<0,032   
m: coeficiente no estandarizado, ß: coeficiente estandarizado.  
 
Por último, realizamos un test de Regresión Logística Multinominal 
para determinar qué variables morfométricas y/o cinéticas son predictoras o 
infieren sobre las razas equinas en estudio, de las cuales proceden las 
muestras estudiadas, no obteniéndose ningún modelo predictivo para la 






























VI.  DISCUSIÓN: 
VI.a. Parámetros de calidad seminal 
 
Los parámetros de calidad seminal analizados durante el presente 
estudio fueron acordes a los establecidos por diversos autores en diferentes 
razas de caballos (Dowsett and Pattie, 1982; Phetudomsinsuk et al., 2008; 
Pickett, 1993; Samper, 2009e) . 
Para el volumen eyaculado libre de gel, obtuvimos valores superiores a 
los publicados previamente por otros investigadores (Dowsett and Pattie, 1982; 
Dowsett and Knott, 1996; Long et al., 1993; Phetudomsinsuk et al., 2008; 
Pickett, 1993; Quintero-Moreno et al., 2003), hecho que pudiera venir motivado 
por las diferencias existentes para este parámetro entre razas, la edad de los 
animales, etc. La integridad acrosómica de las muestras analizadas en nuestro 
estudio fue inferior a los resultados publicados en trabajos previos (Gamboa et 
al., 2010; Hoogewijs et al., 2010), posiblemente debido a la diferencia en la 
técnica utilizada para dicha valoración (Garner and Johnson, 1995).  
En cuanto a la morfología espermática, nuestros resultados mostraron 
un valores medios muy similares a los obtenidos por Dowsett et al. (1984), 
ligeramente inferiores a los registrados por Hoogewijs et al (2010) y muy 
superiores a los obtenidos por otros autores (Hurtgen, 1992; Janett et al., 2003; 
Phetudomsinsuk et al., 2008) en caballos fértiles. Estas diferencias pueden 
estas influidas por el método de recogida (Dowsett et al., 1984), el tipo de 
tinción empleado (Hidalgo et al., 2005; Hidalgo et al., 2006; Hoogewijs et al., 
2010), el intervalo de recogida (Sieme et al., 2004), la duración del periodo de 
excitación previo a la recogida (Sieme et al., 2002), así como la edad de los 
sementales (Dowsett and Knott, 1996). 
Otro de los factores que puede afectar a los parámetros de calidad 
seminal es la raza; aunque no hemos observado diferencias significativas 
respecto a la integridad del acrosoma ni al valor del pH. En cambio, y en 
consonancia con los resultados obtenidos por Dowsett y Knott (1996), si 
observamos una influencia de la raza para algunos de las variables analizadas, 
entre ellas, el volumen del eyaculado. Así, el Pura Raza Árabe (PRA) mostró 




(1999) demostraron que los sementales de menor alzada (< 96,5 cm a la cruz), 
presentan un volumen de eyaculado menor que aquellos sementales que 
tienen una alzada superior. Diversos autores (Love et al., 1991; Paccamonti et 
al., 1999; Pickett, 1993) defienden que estas variaciones pudieran deberse 
también a diferencias en el tamaño testicular. En este sentido, se ha 
comprobado que los caballos con menor envergadura corporal presentan un 
tamaño testicular menor (Paccamonti et al., 1999; Pickett, 1993; Pickett et al., 
1987). No obstante, y aunque el tamaño testicular no fue valorado en el 
presente estudio, pensamos que es posible que la raza haya influido en este 
sentido ya que los sementales árabes presentaban la menor alzada (datos no 
mostrados). 
En cuanto a la concentración espermática, nuestros datos coinciden con 
los obtenidos por Phetudomsinsuk (2008), no mostrando diferencias 
significativas entre la distintas razas estudiadas. Sin embargo,  difieren de los 
publicados por Dowsett y Knott (1996) y Pickett (1993). Estas diferencias 
podrían deberse a que estos estudios fueron realizados con équidos de razas 
de muy diferente alzada y envergadura (ponis o Holsteiner), mientras que en 
nuestro caso la población seleccionada fue más homogénea entre sí, tanto en 
tamaño como en línea genealógica. 
En cuanto al movimiento total (MT), la raza no parece ser una variable 
que influya en los valores medios de MT, al no observarse diferencias 
significativas. Por otra parte, los valores registrados para esta variable fueron 
muy superiores a los obtenidos por otros autores en estudios previos (Dowsett 
and Knott, 1996; Hoogewijs et al., 2010; Jasko et al., 1992; Long et al., 1993; 
Parlevliet et al., 1994; Quintero-Moreno et al., 2003; Sieme et al., 2003; Warnke 
et al., 2003), pudiéndose deber estas diferencias a distintos factores como el 
procesado de la muestra, la frecuencia de recogida (Parlevliet et al., 1994; 
Sieme et al., 2002), el uso y tipo de diluyentes antes de la evaluación (Aurich et 
al., 2007; Samper, 2009c), el tiempo entre la recogida y la evaluación, la 
temperatura o la presencia de antibióticos en los diluyentes (Blanchard et al., 
2012; Dean et al., 2012; Schäfer-Somi and Aurich, 2007). Además, algunos de 
estos trabajos realizaron una valoración subjetiva, la cual aporta valores 




Rijsselaere et al., 2005; Tuli et al., 1992). Finalmente, factores fisiológicos 
propios del semental, como la edad de los animales estudiados (Dowsett and 
Pattie, 1982; Dowsett and Pattie, 1987; Paccamonti et al., 1999; Voss et al., 
1981) o el individuo (Dorado et al., 2013; Dorado et al., 2010; Dorado et al., 
2011c), podrían haber inducido esta diversidad de resultados.  
Por otro lado, nuestros resultados mostraron que existieron diferencias 
significativas entre razas para el movimiento progresivo (MP), de tal modo que 
los sementales PRA presentaron valores de MP más altos que el resto de 
razas, mientras que el PSI y el A-a tuvieron los valores más bajos. Si bien en la 
bibliografía consultada no hemos encontrado ningún estudio que haya obtenido 
resultados similares, tales diferencias inter-raciales han sido demostradas en 
otras especies (Hoflack et al., 2007; Quintero-Moreno et al., 2007).  
En consonancia con estudios previos (Dowsett and Knott, 1996; Pickett, 
1993), también encontramos diferencias significativas entre las distintas razas 
en cuanto a la morfología espermática, observándose los mayores porcentajes 
de espermatozoides morfológicamente normales en los caballo PRA y PRE.  
 
VI.b. Parámetros cinéticos del espermatozoide equino: identificación 
de subpoblaciones cinéticas en el eyaculado fresco procedentes de 
caballos de diferentes razas 
 
Los valores medios de los parámetros cinéticos obtenidos en nuestro 
estudio se encuentran en consonancia con los aportados por Quintero-Moreno 
et al. (2003) en el caballo; si bien, difieren ligeramente de los aportados por 
otros autores (Khlifaoui et al., 2005; Ortega-Ferrusola et al., 2009; Rigby et al., 
2001; Trimeche et al., 1999; Waite et al., 2008; Warnke et al., 2003). Estas 
diferencias podrían deberse al uso de diferentes sistemas CASA, lo cual, a 
pesar de la precisión de estos sistemas en la medición de los parámetros 
cinéticos del espermatozoide, implica que una misma trayectoria espermática 
muestre valores cinéticos diferentes en función del sistema CASA utilizado 
(Mortimer, 2000b) al utilizar cada uno de éstos algoritmos diferentes para 




durante el análisis, que es también distinto para los diferentes sistemas CASA, 
influye en el cálculo de las trayectorias (Hoogewijs et al., 2009; Hoogewijs et 
al., 2010; Mortimer, 2000b), como también lo hacen otros factores como el 
numero y frecuencia de las imágenes tomadas para determinar una trayectoria 
(Davis and Katz, 1992; Dorado et al., 2011c; Mortimer, 2000b) o el procesado 
de las muestras(Verstegen et al., 2002) el diluyente empleado (Iguer-ouada 
and Verstegen, 2001; Rijsselaere et al., 2003), la concentración de la misma 
(Davis and Katz, 1992; Dorado et al., 2011c; Varner, 2008) o el tipo de cámara 
utilizada (Contri et al., 2010; Davis and Katz, 1992; Verstegen et al., 2002). En 
este sentido, una alta concentración podría alterar el movimiento al producirse 
colisiones entre los espermatozoides (Bartoov et al., 1991; Rijsselaere et al., 
2003), dificultando así la reconstrucción de las trayectorias por los sistemas 
CASA (Verstegen et al., 2002). Como se ha expuesto con anterioridad, todos 
estos factores dificultan la comparación de los resultados entre estudios y 
laboratorios (Davis and Katz, 1992; Dorado et al., 2011c; Rijsselaere et al., 
2003; Verstegen et al., 2002). 
En esta misma línea, se ha sugerido la existencia de diferencias 
individuales significativas en las variables de movimiento influidas en especies 
como el caballo (Gamboa et al., 2010; Quintero-Moreno et al., 2003), el asno 
(Dorado et al., 2013; Miró et al., 2005), el macho cabrío (Dorado et al., 2010), el 
perro (Dorado et al., 2011b) o el toro (Muiño et al., 2009). Nuestros resultados 
confirman que existen diferencias entre razas para las variables cinéticas 
estudiadas, siendo estas las primeras que se publican en este sentido. Los 
escasos estudios encontrados en la bibliografía consultada se realizaron en el 
toro (Hoflack et al., 2007; Muiño et al., 2009) y el carnero (Maroto-Morales et 
al., 2012).  
. 
VI.b.1. Subpoblaciones cinéticas 
 
Recientemente, la identificación de subpoblaciones caracterizadas por 
valores precisos de movimiento, obtenidos mediante sistemas CASA, en el 
eyaculado de mamíferos se ha convertido en un tema de sumo interés para la 




consenso acerca del papel fisiológico que desempeñan las diferentes 
subpoblaciones dentro de un eyaculado, está ampliamente aceptado la 
existencia de las mismas en el eyaculado de mamíferos (Abaigar et al., 1999; 
Dorado et al., 2013; Dorado et al., 2011b; Dorado et al., 2010; Holt et al., 1996; 
Miró et al., 2005; Quintero-Moreno et al., 2003; Quintero-Moreno et al., 2007). 
El uso combinado de los sistema CASA y el análisis estadístico 
multivariante ha sido utilizado previamente con éxito en la identificación de 
subpoblaciones cinéticas en diferentes especies animales (Abaigar et al., 2001; 
Abaigar et al., 1999; Dorado et al., 2011a; Dorado et al., 2011b; Dorado et al., 
2010; Esteso et al., 2009; Martinez-Pastor et al., 2005b; Martínez-Pastor et al., 
2011; Muiño et al., 2009; Muiño et al., 2008b; Núñez-Martínez et al., 2006a; 
Quintero-Moreno et al., 2007; Quintero-Moreno et al., 2004), incluido el caballo 
(Ortega-Ferrusola et al., 2009; Quintero-Moreno et al., 2003) y el asno (Dorado 
et al., 2013; Flores et al., 2008; Miró et al., 2005). Siguiendo esta metodología, 
nuestros resultados revelaron la presencia de 4 subpoblaciones espermáticas 
en los eyaculados estudiados, las cuales fueron definidas por la combinación 
de las 8 variables cinéticas que aporta el sistema CASA usado en nuestro 
estudio. En la mayoría de estudios previos se han identificado entre 3 ó 4 
subpoblaciones cinéticas en eyaculados de diferentes especies domésticas 
(Dorado et al., 2013; Dorado et al., 2011b; Dorado et al., 2010), incluido el 
caballo (Macías García et al., 2009; Quintero-Moreno et al., 2003). en la 
bibliografía consultada se describe la presencia de 6 subpoblaciones en el 
eyaculado del caballo (Ortega-Ferrusola et al., 2009), aunque no todas las 
subpoblaciones definidas estuvieron presentadas en los eyaculados de los 
sementales estudiados. Como hemos expuesto anteriormente, es difícil 
comparar diferentes estudios ya que los valores cinéticos y, por ende, esta 
agrupación en subpoblaciones, depende del sistema CASA empleado y del 
análisis estadístico y del numero de variables utilizadas, (Bravo et al., 2011; 
Dorado et al., 2013; Dorado et al., 2011b; Holt et al., 1996; Martínez-Pastor et 
al., 2011; Quintero-Moreno et al., 2007).  
Una primera interpretación de nuestros resultados nos hace pensar que 
las subpoblaciones cinéticas identificadas representan espermatozoides en 




ha sido previamente propuesto por Dorado et al. (2013; 2011a; 2011b; 2010). 
Así, tanto la Subpoblación 1 (sP1), que incluyó espermatozoides lentos y poco 
progresivos, como la Subpoblación 2 (sP2), formada por espermatozoides 
lentos y no progresivos, podrían tratarse de un subgrupo de espermatozoides 
comprometidos metabólicamente que pronto perderán esa capacidad de 
movimiento (Abaigar et al., 1999; Dorado et al., 2013; Dorado et al., 2011b; 
Dorado et al., 2010; Miró et al., 2005). La Subpoblación 3 (sP3), 
espermatozoides rápidos y progresivos, podrían representar la población más 
adecuada para realizar la fecundación, al ser la motilidad espermática 
importante en el transporte del espermatozoide a través del aparato 
reproductor femenino y en la penetración de la zona pelúcida (Olds-Clarke, 
1996). En esta misma línea, Gaddum-Rosse (1981) demostró que solo aquellos 
espermatozoides con motilidad progresiva eran capaces de penetrar la unión 
utero-tubárica en ratas y, más recientemente, varios autores han sugerido que 
aquellos eyaculados que posean una mayor porporción de este tipo de 
subpoblación (rápida y progresiva) podrían presentar una mayor resistencia al 
proceso de crioconservación (Dorado et al., 2013; Muiño et al., 2008b) o una 
mayor capacidad fertilizante, como ha sido sugerido previamente en el cerdo 
(Cremades et al., 2005), el toro (Muiño et al., 2009) y el macho cabrío (Dorado 
et al., 2010). La Subpoblación 4 (sP4), formada por espermatozoides lentos 
pero progresivos, podría considerarse como un estado de evolución de la 
Subpoblación 3, la cual ha perdido parte de su vigor de movimiento aunque 
mantiene trayectorias rectas (Dorado et al., 2013; Quintero-Moreno et al., 
2003).  
Nuestros resultados revelaron que los espermatozoides se distribuyeron 
de forma homogénea entre las diferentes subpoblaciones identificadas, lo que 
difiere de lo publicado por otros autores (Macías García et al., 2009; Ortega-
Ferrusola et al., 2009; Quintero-Moreno et al., 2003). Estas diferencias 
pudieran deberse a los donantes usados (edad, raza, variaciones individuales, 
etc.) (Dorado et al., 2013; Dorado et al., 2010; Gamboa et al., 2010; Muiño et 
al., 2009; Quintero-Moreno et al., 2003; Quintero-Moreno et al., 2007) o al 
procesado de las muestras (Hoogewijs et al., 2009; Hoogewijs et al., 2010; 




2009; Ortega-Ferrusola et al., 2009; Quintero-Moreno et al., 2003) en observar 
que la subpoblación mas abundante en el caballo es la formada por los 
espermatozoides definidos como lentos pero progresivos, lo que sugiere que 
este tipo de movimiento determina las características cinéticas generales de 
una muestra seminal, sin olvidar que el resto de subpoblaciones aportarían 
sutiles diferencias a las cualidades del eyaculado. Por todo ello creemos que es 
de suma importancia enfocar la evaluación seminal desde el punto de vista de 
la identificación y distribución de las subpoblaciones espermáticas.  
 
VI.b.1.1. Influencia de la raza en las variables cinéticas que caracterizan las 
subpoblaciones espermáticas definidas 
 
De acuerdo a la bibliografía consultada, este es el primer estudio 
comparativo de subpoblaciones cinéticas en distintas razas de caballo. 
Nuestros resultados mostraron la existencia de cuatro subpoblaciones en todas 
las razas estudiadas; no obstante, la distribución de los espermatozoides 
dentro de cada una de ellas varió entre las mismas. En este sentido, 
destacamos la supremacía de la subpoblación 4 (espermatozoides poco 
activos pero muy progresivos) en las razas PRA (44,85%) y PRE (42,67%) , de 
la sP3 (espermatozoides muy activos y progresivo) en el PSI (35,06%) y de la 
sP2 (espermatozoides lentos y no progresivos) en el A-a (43,05%). 
Estas diferencias raciales han sido previamente descritas por otros 
autores en estudios previos realizados en otras especies (Hoflack et al., 2007; 
Quintero-Moreno et al., 2007), sugiriendo que estas diferencias podrían 
deberse a las variaciones genéticas propias de cada raza (Hoflack et al., 2007). 
Este hecho podría ser además mucho más evidente en el caballo al tratarse 
una especie con una escasa selección reproductiva. No obstante, se hace 
necesario la realización de futuros estudios en los que se incrementen el 
número de animales y las razas que confirmen nuestros resultados. En este 
sentido, somos conscientes de que no podemos excluir el efecto que el 
donante de esperma tiene sobre la estructura subpoblacional del eyaculado 




2005; Muiño et al., 2008b; Quintero-Moreno et al., 2003). Por lo cual, pensamos 
que en el futuro la valoración de la cinética espermática, deberían enfocarse al 
estudio de distintas su poblaciones, ya que podría complementar la información 
que aportan los métodos de la evaluación espermática, pudiendo permitir 
mejorar el entedimiento de las características seminales de un eyaculado.  
 
VI.c. Parámetros morfométricos del espermatozoide equino: 
identificación de subpoblaciones morfométricas en el eyaculado fresco 
procedentes de caballos de razas diferentes 
 
Bajo nuestras condiciones de estudio, los valores medios de los 
parámetros morfométricos del espermatozoide equino fueron superiores a 
los obtenidos previamente por otros autores (Arruda et al., 2002; Ball and 
Mohammed, 1995; Casey et al., 1997; Gravance et al., 1996; Hidalgo et al., 
2005), pero similares a los publicados en otros estudios (Gravance et al., 
1997b; Phetudomsinsuk et al., 2008). Los sistemas CASMA han demostrado 
una gran precisión y repetitividad cuando se han utilizado protocolos 
estandarizados (Davis et al., 1992a; Gravance et al., 1997a), pero existen 
multitud de causas que podrían explicar la presencia de variaciones entre 
estudios, como son la edad (Dowsett and Knott, 1996; Kondracki et al., 
2005) o la raza de los donantes (Phetudomsinsuk et al., 2008), las 
variaciones entre los eyaculados tanto intra- como inter-individuales (Ball 
and Mohammed, 1995; Hidalgo et al., 2008; Phetudomsinsuk et al., 2008), el 
número de espermatozoides analizados por muestra (Hidalgo et al., 2005), el 
tipo de tinción empleada (Hidalgo et al., 2005), la presencia de anomalías 
morfológicas (Arruda et al., 2002; Gravance et al., 1998b), el grado de 
fertilidad de las muestras (Casey et al., 1997) y la heterogeneicidad propia 
del eyaculado del caballo (Gago et al., 1999; Soler et al., 2005b).  
Nuestro estudio mostro diferencias significativas entre las razas 
estudiadas para todas las variables morfométricas obtenidas por el sistema 
SCA, resultados que están en consonancia con lo publicado en el caballo 




2007), en el perro (Dahlbom et al., 1997) o en el cerdo (Saravia et al., 2007). 
Este hecho sugiere que la raza es un factor a tener en cuenta a la hora de 
evaluar la morfometría espermática. Más concretamente, nuestros 
resultados mostraron que los espermatozoides del PRA poseen valores 
significativamente superiores en algunas variables de tamaño (Anchura y 
Área de la cabeza espermática), mientras que los del A-a presentaban 
valores máximos de algunas variables de forma (Longitud y Perímetro de la 
cabeza espermática). Antes del desarrollo de los sistemas CASMA, Dowsett 
and Knott (1996) mostraron la existencia de diferencias morfológicas entre 
los espermatozoides de distintas razas de caballo, pero no fue hasta la 
llegada de los sistemas CASMA cuando ha sido posible hacer una 
valoración morfométrica precisa (Arruda et al., 2002; Hidalgo et al., 2005; 
Hidalgo et al., 2008) que pudiera demostrar la existencia de diferencias 
morfométricas entre razas (Phetudomsinsuk et al., 2008). Aunque las causas 
de estas diferencias se desconocen a día de hoy, se piensa que podrían 
tener una base genética (Dowsett and Knott, 1996; Peña et al., 2005) con 
implicaciones biológica aun no precisadas. En este sentido, se ha 
demostrado que los espermatozoides difieren en la forma de la cabeza y que 
estas diferencias les confieren sutiles variaciones en sus características, 
importantes a la hora de valorar la calidad seminal (Thurston et al., 2001). 
Así, se ha demostrado que la morfometría espermática influye en la calidad 
de movimiento del espermatozoide (Gil et al., 2009; Malo et al., 2006b) y en 
la capacidad que presenta un eyaculado para responder a los distintos 
métodos de conservación (Esteso et al., 2006a). Además, en especies tan 
dispares como el caballo (Casey et al., 1997), el cerdo (González Villalobos 
et al., 2008) y el hombre (Álvarez Lledó, 2003) se han puesto en evidencia 
su implicación en variaciones de la fertilidad. Por todo lo expuesto, 
consideramos que el estudio morfométrico de la cabeza del espermatozoide 
debería ser incluido dentro de los análisis rutinarios del esperma, ya que nos 
aportaría información crucial sobre determinadas cualidades espermáticas 





VI.c.1. Subpoblaciones morfométricas  
 
El caballo, a diferencia de otros mamíferos, presenta una morfología 
espermática bastante heterogénea dentro de un mismo eyaculado (Casey et 
al., 1997; Gago et al., 1999; Soler et al., 2005b). Además, hoy en día, es 
ampliamente aceptada la existencia de distintas subpoblaciones espermáticas 
en el eyaculado del caballo (Hidalgo et al., 2006; Hidalgo et al., 2008) y de 
otras especies (Esteso et al., 2009; Maroto-Morales et al., 2012; Peña et al., 
2005; Rubio-Guillén et al., 2007; Thurston et al., 2001). Esto ha sido posible al 
empleo de los sistemas CASMA combinado con el uso de distintos análisis 
estadísticos multivariantes (Esteso et al., 2009; Hidalgo et al., 2008; Maroto-
Morales et al., 2012).  
En consonancia con estudios previos en caballos (Gravance et al., 1996; 
Hidalgo et al., 2006; Hidalgo et al., 2008), nuestros resultados revelaron la 
presencia de 6 subpoblaciones morfométricas, empleando las 8 variables 
morfométricas proporcionadas por el sistema CASMA (Longitud, Anchura, 
Perímetro, Área, Elongación, Elipticidad, Regularidad y Rugosidad). Resulta 
interesante destacar que en otras especies como el cerdo (González Villalobos 
et al., 2008; Peña et al., 2005), el carnero (Maroto-Morales et al., 2012) o el 
toro (Rubio-Guillén et al., 2007), el numero de subpoblaciones oscila entre 3 y 
4. Este hecho podría sugerirnos la especie puede condicionar, al menos en 
parte, el número de subpoblaciones identificadas. Además, el diferente grado 
de selección reproductiva sufrido por las distintas especies animales podría 
influir en la mayor heterogeneidad morfológica que presentan los eyaculados 
del caballo (Casey et al., 1997), en comparación con otros animales 
domésticos (Brito, 2007; Esteso et al., 2009; Sancho et al., 1998). 
De las 6 subpoblaciones morfométricas definidas en este estudio, 5 de 
ellas (M-1, M-2, M-3, M-4 y M-5), tradicionalmente agrupadas en la población 
de espermatozoides considerados como normales, únicamente son posibles 
identificarlas mediante el uso de los sistemas CASMA al presentar variaciones 
entre ellas que no pueden ser apreciadas con las técnicas subjetivas (Jagoe et 




subpoblación M-6 (no consideradas normales) podrían ser identificados de 
forma visual y, por ende, incluirlos dentro de una población distinta 
(anormales). Estos resultados indican que el método de valoración 
morfométrica de la cabeza del espermatozoide equino mediante el sistema 
CASMA Sperm Class Analyzer nos permite discernir entre cabezas normales y 
anormales, aportándonos resultados similares a los que se pueden obtener 
subjetivamente en la valoración de los anomalías de la cabeza. Así, el 
porcentaje de espermatozoides con cabeza anormales obtenidos por 
observación visual (8,45% ± 3,11%) fue similar a la distribución que presento la 
subpoblación M-6 (7,96%). No obstante, el uso del sistema CASMA usado en 
este estudio no permitió además identificar distintas subpoblaciones dentro de 
los espermatozoides considerados normales, facilitando así la determinación 
de las diferentes anomalías de la cabeza del espermatozoide. 
El origen y el papel fisiológico que desempeñan estas distintas 
subpoblaciones aun no está del todo claro (Maroto-Morales et al., 2012; 
Thurston et al., 1999), aunque se sabe que tienen una base genética (Roldan et 
al., 1998; Thurston et al., 2001) y que la diferencia entre distintas subpoblaciones 
podría aportar distintas cualidades a un eyaculado (Núñez-Martínez et al., 
2006b). Así, la subpoblación M-1 (estándar), cuyos valores morfométricos eran 
intermedios al resto, presento el mayor número de espermatozoides con un 
78,36%. Aunque estos resultados están en consonancia con los obtenidos por 
otros autores en estudios previos (Esteso et al., 2009; Maroto-Morales et al., 
2010; Rubio-Guillén et al., 2007), difieren de los descritos por Gravance et al 
(1996), quienes observan una distribución más homogénea, quizás debido a las 
diferencias entre laboratorios o al diferente procesado de la muestra (Davis and 
Katz, 1992; Dorado et al., 2011c; Rijsselaere et al., 2003; Verstegen et al., 2002). 
Por otra parte, el uso de un método estadístico diferente o un distinto numero de 
variables utilizadas para la determinación de las distintas subpoblaciones en los 
diferentes estudios podrían también producir esta discrepancia en los resultados 
(Martínez-Pastor et al., 2011). 
A partir de nuestros resultados podemos concluir que la Subpoblación M-1 
(estándar) podría responder al prototipo morfológico de la especie, a partir de la 




que darían como resultado el resto de las subpoblaciones. Entre estas 
subpoblaciones, la M-2 (grande) pudiera estar relacionada en el descenso de la 
fertilidad. Así, Casey et al (1997) observaron que el tamaño de los 
espermatozoides es mayor en sementales sub-fértiles. La Subpoblacción M-3 
(pequeña), cuyas variables morfométricas son más reducidas que el resto, 
podría estar relacionado con una mayor capacidad para los procesos de 
conservación, al haberse demostrado previamente que los espermatozoides de 
menor tamaño presentan una mayor resistencia a los métodos de congelación 
(Peña et al., 2005). Finalmente, las Subpoblaciones M-4, definida como 
alargada, y M-5 (globosa) podrían mostrar patrones de movimiento diferentes 
determinados por su morfometria, debido a que es sabido que la forma de la 
cabeza del espermatozoide influye en el tipo de movimiento. Gaje (1998) y Malo 
et al (2006a) sugieren que los espermatozoides mas alongados y fusiformes 
podrían presentar mejores características hidrodinámicas. Futuros estudios son 
necesarios para profundizar en el significado biológico de las subpoblaciones 
morfométricas y su correlación con la calidad seminal y la fertilidad de los 
eyaculados. 
 
VI.c.2. Influencia de la raza en las variables morfométricas que caracterizan 
las subpoblaciones espermáticas definidas 
 
En la bibliografía consultada existen varios estudios que observan 
diferencias raciales tanto en la morfología (Dowsett and Knott, 1996; Pickett, 
1993) como en la morfometría (Ball and Mohammed, 1995; Phetudomsinsuk et 
al., 2008) del espermatozoide de caballo y de otras especies animales 
(Aggarwal et al., 2007; Boersma and Braun, 1999; Dahlbom et al., 1997; 
Saravia et al., 2007). Sin embargo, no hemos encontrado ningún estudio que 
compare tales diferencias entre las subpoblaciones morfométricas. En este 
sentido, este estudio demuestra por primera vez la existencia de diferencias 
raciales significativas para las 6 subpoblaciones morfométricas identificadas.  
Todas las razas estudiadas mostraron diferencias significativas en la 




Subpoblación M-1 (estándar). Estos resultados sugieren que esta subpoblación 
aportaría información relevante sobre la calidad del eyaculado, al poseer todos 
los caballos utilizados en el presente estudio una fertilidad contrastada. Por 
consiguiente, el resto de subpoblaciones identificadas aportarían diferencias 
sutiles a los eyaculados y que con los sistemas tradicionales pasan 
desapercibidas (Thurston et al., 2001).  
Por lo expuesto, consideramos importante y necesario que se puedan 
desarrollar futuros estudios que profundicen en el conocimiento de estas 
subpoblaciones y en su implicación biológica en la calidad seminal y en la 
fertilidad de los sementales. 
 
VI.d. Correlación entre las variables cinéticas y morfométricas del 
espermatozoide del caballo 
 
El entendimiento de la evolución de la forma y el tamaño del 
espermatozoide y la función del mismo en las diferentes especies, tanto 
animales como en el ser humano, ha sido y sigue siendo un reto para los 
científicos, al ser éste una célula altamente especializada (Cummins and 
Woodall, 1985; Gil et al., 2009). Para ello, se han realizado hasta la fecha 
estudios conjuntos de motilidad y morfometría en distintas especies (Dott, 
1975; Evans and Maxwell, 1987; Gil et al., 2009; Saacke, 1982), incluido el 
hombre (WHO, 1999), con el fin de intentar explicar la relación existente entre 
las distintas formas y los patrones de movimiento que presentan los 
espermatozoides. 
Muchos autores defienden la teoría de que las características 
morfométricas del espermatozoide influyen de manera decisiva en las del 
movimiento espermático (Bedford, 2008). Más allá, Malo et al (2006b) han 
sugerido incluso que la morfometría espermática del ciervo es la llave para 
determinar la velocidad del espermatozoide. No obstante, si bien tanto los 
parámetros cinéticos como la morfología espermática son factores muy 
importantes en la predicción de la fertilidad (Donnelly et al., 1998), lo cierto es 
que en realidad hay muy pocas evidencias empíricas sobre la supuesta 




gran controversia en los escasos trabajos publicados sobre la relación entre la 
forma y tamaño del espermatozide y la cinética espermática. En este sentido, 
diversos autores (Gomendio and Roldan, 1991; Gomendio and Roldan, 2008; 
Vogel, 1994) argumentan que los espermatozoides más largos son los más 
rápidos y que, por lo tanto, podrían estar favorecidos por la selección natural, 
relacionando así positivamente el tamaño espermático con la velocidad. En 
cambio, otros argumentan que este patrón no es universal y que en algunas 
especies podría estar asociado de forma negativa (Schulte-Hostedde and 
Millar, 2004; Stockley et al., 1997). Además, en otros estudios no se ha 
encontrado relación alguna entre el tamaño y la velocidad del espermatozoide 
(Minoretti and Baur, 2006; Stoltz and Neff, 2006). 
En la bibliografía consultada, no existen estudios previos que 
establezcan correlaciones entre los parámetros cinéticos y morfométricos del 
espermatozoide del caballo. Nuestros resultados demuestran por primera vez 
la existencia de una correlación significativa entre algunas variables 
morfométricas y cinéticas, destacando la correlación positiva existente entre la 
Longitud, el Área y el Perímetro de la cabeza del espermatozoide con la 
velocidad curvilínea (VCL) y la amplitud lateral de la cabeza (ALH), mientras 
que observamos una correlación negativa con los índices de linealidad (LIN), 
rectitud (STR) y oscilación (WOB). Estos resultados sugieren que los 
espermatozoides de mayor tamaño nadan a una mayor velocidad, aunque con 
menor calidad de movimiento. Estos resultados están en consonancia con los 
obtenidos previamente en otras especies animales por otros autores, como el 
cerdo (Gil et al., 2009), el ratón (Gomendio and Roldan, 2008) o el ciervo (Malo 
et al., 2006a). No obstante las correlaciones entre las variables cinéticas y 
morfométricas del espermatozoide de salmón (Gage et al., 2002) difieren de las 
registradas en nuestro estudio. En este sentido, ha sido demostrado que la 
correlación existente entre las variables morfométricas y cinéticas de un 
espermatozoide son diferentes en función de la especie estudiada (Schulte-
Hostedde and Millar, 2004; Stockley et al., 1997). 
Cuando realizamos un estudio de las correlaciones entre los parámetros 
morfométricos y cinéticos del espermatozoide para las diversas razas 
estudiadas, observamos que las correlaciones entre ambas características 




en consonancia con la variabilidad racial encontrada tanto en las variables 
cinéticas como en las morfométricas, cuando estas fueron estudiadas 
independientemente. Por otro lado, debemos tener en cuenta el método 
estadístico usado, el cual podría ser especifico para cada especie, como 
sugieren Gil et al. (2009). 
Finalmente, resaltar que el test de regresión lineal múltiple no nos ha 
permitido obtener suficientes modelos para predecir de forma fiable las 
variables cinéticas y morfométricas del espermatozoide de caballo. Nuestros 
resultados difieren de los obtenidos por Gil et al. (2009) en el verraco, quienes 
obtuvieron un mayor número de modelos. Posiblemente estas diferencias 
pudieran deberse a las diferencias morfológicas y morfométricas entre los 
espermatozoides de ambas especies (Brito, 2007; Casey et al., 1997; Esteso et 
al., 2009; Gago et al., 1999; Sancho et al., 1998; Soler et al., 2005b), aunque 
esto no excluye el hecho de que el espermatozoide del caballo presente una 
relación entre forma y funcionalidad que a fecha de hoy desconocemos y que 
requiere profundizar e investigar en mayor profundidad para conocer cuál es la 
metodología estadística más correcta para la especie equina. 
Por lo expuesto, concluimos que, considerando que la correlación 
observada entre el análisis morfométrico y cinético del espermatozoide no es lo 
suficientemente elevada, ambas pruebas de evaluación seminal son necesarias 
y complementarias entre sí y proponemos no excluir ninguna de ellas en la 
evaluación de la calidad del esperma, aunque somos conscientes de que es 
necesario continuar estudiando esta correlación en poblaciones más amplias y 

































VII  CONCLUSIONES  
 
De los resultados obtenidos en el presente estudio podemos extraer las 
conclusiones que se enumeran a continuación: 
1. La utilización del sistema Sperm Class Analyzer (SCA) permite evaluar de 
forma precisa y objetiva los parámetros cinéticos y morfométricos en el 
eyaculado del caballo de las razas Pura Sangre Ingles, Árabe, Anglo-Árabe y 
Pura Raza Español. 
 
2. El uso combinado del sistema SCA y el análisis estadístico multivariante 
permite identificar 4 subpoblaciones espermáticas con características de 
movimiento definidas en el eyaculado del caballo de las razas Pura sangre 
Ingles, Árabe, Anglo-Árabe y Pura Raza Español, cuya distribución varía en 
función de la raza, siendo la más abundante la sP4 (espermatozoides lentos 
y progresivos), con un valor superior al 38,04% para todos los individuos. 
 
3. En el eyaculado del caballo de las razas Pura Sangre Ingles, Árabe, Anglo-
Árabe y Pura Raza Español existen 6 subpoblaciones con características 
morfométricas definidas, 5 de las cuales solo son posible identificarlas 
mediante el sistema SCA, cuya distribución difiere entre dichas razas, siendo 
la denominada M-1 (estándar) la más abundante con un valor superior al 
70% para todos los individuos. 
 
4. Considerando todos los espermatozoides capturados de los eyaculados 
estudiados, existe correlación entre varias de las variables morfométricas y 
cinéticas estudiadas, destacando la correlación positiva entre la longitud, el 
área y perímetro de la cabeza del espermatozoide con la velocidad 
curvilínea (VCL) y la amplitud lateral de la cabeza (ALH), y negativa con los 
índice de linealidad (LIN), rectitud (STR) y oscilación (WOB), lo que sugiere 
que los espermatozoides con cabezas de mayor tamaño, presentan una 

































 VIII  RESUMEN 
 
El desarrollo de las nuevas tecnologías de valoración objetiva del 
esperma, genéricamente denominados CASA (Computer-Assisted Sperm 
Analysis), ha permitido la valoración de forma rápida y fiable, tanto de las 
variables cinéticas como morfométricas del espermatozoide. En un principio 
este tipo de tecnologías solo estaba al alcance de unos pocos laboratorios, 
aunque actualmente se utilizan de manera rutinaria en la mayoría de los 
laboratorios de investigación para la evaluación de muestras espermáticas de 
distintas especies de mamíferos domésticos y silvestres.  
El uso de estos sistemas junto con el análisis estadístico multivariante 
han demostrado la existencia de subpoblaciones tanto cinéticas como 
morfométricas en eyaculados de diferentes especies, desterrando la idea de 
que los eyaculados son homogéneos, formados por una única población 
espermática con distribución normal. 
El eyaculado del caballo está compuesto por varias subpoblaciones 
espermáticas cinéticas y morfométricas con características bien definidas y 
diferentes entre ellas. De igual forma, todos los eyaculados analizados para 
este trabajo mostraron este tipo de subpoblaciones, aunque existieron 
diferencias en función de la raza de la cual procedían. 
Las variables morfométricas influyen de manera decisiva en las 
características del movimiento espermático, existiendo correlaciones entre los 
parámetros morfométricos y cinéticos del espermatozoide en el caballo, y 





























 IX SUMMARY  
 
In the last years, new sperm assessment technologies such as CASA 
(Computer-Assisted Sperm Analysis) have allowed a more precise and quick 
kinetic and morphometric sperm evaluation. Once an exclusive tool, nowadays 
these methodologies are a routine test in most of sperm research laboratories 
both in domestic and wild mammals. 
These systems along with multivariate statistical analysis have proved 
the existence of several kinetic and morphometric subpopulations in the 
ejaculates of various species. Due to this fact, the old idea of a homogeneous 
sperm population in each ejaculate has been discarded. 
Each stallion´s ejaculate is composed by different sperm subpopulations 
defined by specific CASA-derived parameters (morphometric and kinetic 
characteristics). In this study, we have proved this hypothesis in different horse 
breeds. Moreover, we have found remarkable differences between breeds.  
In stallion ejaculates, morphometric parameters had significant influence 
on sperm movement. Indeed, several morphometric and kinetic variables 
showed a strong correlation in this specie. Nonetheless, these relationships 
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